Quantification des contraintes nutritionnelles et\ud
métaboliques associées à la production de gomme xanthane\ud
par Xanthomonas campestris by Létisse, Fabien
n? d'ordre: 590
THESE
Présentée devant
L'INSTITUT NATIONAL DES SCIENCES ApPLIQUEES DE TOULOUSE
En vue de l'obtention du
DOCTORAT
Spécialité : Biologie-Santé-Biotechnologies
Filière : Microbiologie
par
Fabien Létisse
Ingénieur INSA Toulouse
Quantification des contraintes nutritionnelles et
métaboliques associées à la production de gomme xanthane
par Xanthomonas campestris.
Soutenue le 22 décembre 2000 devant la commission d'examen:
M. lN. BARBOTIN
M. J.M. ENGASSER
M.G.GOMA
M. N. D. LINDLEY
M. J.L. SIMON
Professeur, IUT Amiens
Professeur, ENSAIA Nancy
Professeur, INSA Toulouse
Directeur de Recherche CNRS, INSA Toulouse
Directeur de Recherche, RHODIA FOOD Melle
Cette thèse a été préparée au laboratoire de Biotechnologie-Bioprocédés UMR CNRS
5504, LA INRA du département de Génie Biochimique et Alimentaire de l'INSA dans le
cadre de l'Ecole Doctorale en Sciences de la Vie et de la Santé de Toulouse.

n" d'ordre: 590
THESE
Présentée devant
L'INSTITUT NATIONAL DES SCIENCES ApPLIQUEES DE TOULOUSE
En vue de l'obtention du
DOCTORAT
Spécialité : Biologie-Santé-Biotechnologies
Filière : Microbiologie
par
Fabien Létisse
Ingénieur INSA Toulouse
Quantification des contraintes nutritionnelles et
métaboliques associées à la production de gomme xanthane
par Xanthomonas campestris.
Soutenue le 22 décembre 2000 devant la commission d'examen:
M. lN. BARBOTIN
M. J.M. ENGASSER
M. G. GOMA
M.N.D.LINDLEY
M. lL. SIMON
Professeur, IUT Amiens
Professeur, ENSAIA Nancy
Professeur, INSA Toulouse
Directeur de Recherche CNRS, INSA Toulouse
Directeur de Recherche, RHODIA FOOD Melle
Cette thèse a été préparée au laboratoire de Biotechnologie-Bioprocédés UMR CNRS
5504, LA INRA du département de Génie Biochimique et Alimentaire de l'INSA dans le
cadre de l'Ecole Doctorale en Sciences de la Vie et de la Santé de Toulouse.

NOM: LETISSE Prénom: Fabien
Titre : Quantification des contraintes nutritionnelles et métaboliques associées à la production.
de gomme xanthane par Xanthomonas campestris.
Thèse de doctorat, spécialité: Biologie - Santé - Biotechnologies, filière Microbiologie
Année: 2000 N° d'ordre :590 Pages: 221
RESUME:
La production industrielle de gomme xanthane, polysaccharide présentant des caractéristiques rhéologiques
exceptionnelles, est réalisée en cultures discontinues aérobies de Xanthomonas campestris, Le travail présenté
dans cette thèse évalue l'influence des paramètres environnementaux et physiologiques sur la biosynthèse de la
gomme dans le cadre d'un procédé industriel.
L'analyse macro-cinétique de la production de xanthane sur saccharose montre une phase de croissance rapide
suivie d'une phase de ralentissement à laquelle est associée une diminution de l'ensemble des vitesses
spécifiques. Ce phénomène, provoqué par des modifications de l'environnement nutritionnel, s'accompagne de
l'augmentation progressive du rendement instantané en xanthane et de la diminution de la teneur en pyruvate
dans la gomme.
Les performances de production de xanthane ont été ensuite quantifiées sur d'autres sources de carbone,
exploitables à l'échelle industrielle. Parmi celles-ci, le saccharose permet d'atteindre les performances de
production les plus intéressantes, qui se caractérisent par des vitesses élevées sans diminution significative du
rendement en polysaccharide. Par contre, l'étude cinétique sur glucose montre des vitesses plus faibles que sur
saccharose, qui peuvent s'expliquer par une limitation du flux d'entrée dans la cellule. L'utilisation du glucose
comme source de carbone s'avère donc être une stratégie très pénalisante pour les performances du procédé.
Ces résultats macroscopiques ont été utilisés pour évaluer, par une méthode de bilan matière, le(s) facteur(s)
tnétabolique(s) qui influence(nt) le rendement de production de xanthane. Un rendement théorique est calculé en
imposant différentes contraintes métaboliques: mode d'entrée du substrat, distribution du flux de
glycéraldéhyde-3-phosphate entre le cycle des hexoses et la partie exergonique de la glycolyse et efficacité
énergétique de la chaîne respiratoire. La comparaison du rendement calculé avec le rendement expérimental
suggère que l'énergétique cellulaire est le principal facteur métabolique qui contrôle la biosynthèse du xanthane.
L'optimisation des dépenses énergétiques est alors la condition primordiale à l'amélioration des rendements en
polysaccharide.
Une analyse biochimique intracellulaire qui s'appuie sur la caractérisation d'activités enzymatiques ex vivo et la
détermination des contraintes métaboliques in vivo (concentrations en enzymes et en métabolites intracellulaires,
etc.), a permis d'établir une distribution du flux de carbone et d'énergie dans le réseau métabolique de X
campestris. Des modifications de l'orientation du flux de carbone sont visualisées en cours de culture. En
particulier, le flux de glycéraldéhyde-3-phosphate est majoritairement orienté en début de culture vers la voie
gluconéogénique puis, en fin de culture, il emprunte principalement la voie exergonique de la glycolyse et les
voies génératrices d'énergie.
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INTRODUCTION
- 1 -
La gomme xanthane est un hétéropolysaccharide produit par voie microbienne, par
Xanthomonas campestris. Ce biopolymère hydrosoluble possède des propriétés rhéologiques
exceptionnelles et trouve des applications industrielles nombreuses et variées, principalement
dans le secteur alimentaire, mais aussi dans les secteurs de la pétrochimie, des cosmétiques et
des détergents. Le marché mondial est actuellement estimé à 30000 tonnes par an et connaît
une croissance de 5% par an. L'utilisation du xanthane est particulièrement développée aux
Etats-Unis et à un degré moindre en Europe. La croissance économique, l'américanisation des
modes d'alimentation en Europe et l'innovation en grande distribution sont les principaux
acteurs du développement de la gomme. Dans ce contexte, la société Rhodia représente 20%
de la production mondiale.
L'expansion du marché et son avenir prometteur font de la gomme xanthane un enjeu
économique considérable et contribuent aussi à l'émergence de concurrents. Ces éléments
exigent donc une compétitivité de la part des producteurs de xanthane. Dans cet objectif,
l'abaissement du prix de revient constitue un axe de recherche parallèle aux stratégies
commerciales et marketing. Le procédé de fabrication est essentiellement limité par la
production de la gomme elle-même, à deux niveaux clairement identifiés:
,fIe « génie chimique» du fait de la grande viscosité des moûts de fermentation qui
induisent un mélange non homogène et des transferts d'oxygène entre les phases liquide et
solide difficiles dans les réacteurs de grande taille.
,fIe catalyseur biologique dont les potentialités sont mal définies et mal caractérisées.
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C'est dans cette dernière optique qu'une collaboration entre la société Rhodia et le
laboratoire de Biotechnologies-Bioprocédés de l'INSA'de Toulouse (équipe du Dr. Lindley
Nic) a été réalisée. L'objectif de cette collaboration est d'identifier par une démarche
rationnelle, les facteurs physiologiques impliqués dans la biosynthèse du xanthane et donc de
dégager des axes d'amélioration du micro-organisme ou de définir les conditions de sa mise
en œuvre optimale.
La gomme xanthane n'est pas un produit nouveau dans le monde des biotechnologies.
Sa commercialisation a commencé dans les années 60. Depuis, la démarche visant à
l'amélioration du procédé de fabrication est essentiellement basée sur l'empirisme. Les études
académiques se sont par ailleurs principalement focalisées sur l'aspect génétique de la voie de
biosynthèse du polysaccharide et sur l'aspect « génie chimique» visant à l'optimisation de la
conception des réacteurs de production. Les connaissances du métabolisme de X campestris
sont ainsi très limitées. L'objectif général de cette thèse est alors d'acquérir des informations
concernant le comportement de la souche productrice dans des conditions de culture proches
de celles actuellement utilisées à l'échelle industrielle. L'accès à ces informations doit
permettre d'obtenir une vision quantitative du métabolisme associé à la production de
xanthane et de proposer ensuite des cibles potentielles d'amélioration du procédé. Pour
aboutir à un tel objectif, une approche de génie microbien, dont le but est de déterminer les
caractéristiques cinétiques de production de xanthane dans le cadre des contraintes
industrielles, est combinée à une analyse physiologique qui consiste à identifier les facteurs
métaboliques déterminants pour la production du polysaccharide.
Il est trop simpliste d'imaginer que les flux métaboliques sont figés dans un état
pseudo-stationnaire pendant toute la durée de la production. En effet, les conditions physico-
chimiques extracellulaires évoluent au cours du temps, ce qui impose une adaptation
permanente de la bactérie aux nouveaux environnements qu'elle rencontre. Aussi, les
contributions des différentes contraintes au comportement macro-cinétique de la souche ont
été étudiées dans une première partie de cette thèse. Pour atteindre cet objectif, une phase de
transfert de technologie de l'échelle industrielle au laboratoire et la mise en place de
techniques analytiques adaptées aux cas des solutions visqueuses ont été préalablement
nécessaires. Les vitesses et les rendements de production de xanthane ainsi que la nature
même du xanthane produit ont alors été évalués au cours d'une culture représentative de
celles obtenues à l'échelle industrielle (Chapitre III). Dans un deuxième temps, la flexibilité
du métabolisme a été évaluée en comparant ces données cinétiques à celles obtenues au cours
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de cultures en présence de différentes sources de carbone. Ces cinétiques permettent de plus, .
de cibler les sources de carbone qui permettent l'obtention de performances de production
élevées (Chapitre IV). La modélisation des flux de carbone dans le réseau métabolique permet
d'acquérir une image du métabolisme de X campestris en condition de production. L'objectif
de cette approche est d'identifier pour chacun des substrats carbonés, les contraintes
métaboliques susceptibles de contrôler la production du xanthane et de quantifier leurs
influences sur les rendements théoriques (Chapitre V). Enfin, une analyse biochimique, basée
sur la mesure et la caractérisation d'activités enzymatiques et sur la quantification de la
concentration en métabolites intracellulaires, permet de mieux comprendre la régulation des
nœuds métaboliques et d'accéder à la nature des contraintes biologiques qui contrôlent la
production du xanthane (Chapitre VI).
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1. LES EXOPOLYSACCHARIDES MICROBIENS· LE XANTHANE
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1.1. Généralités
La plupart des polyosides sont d'origine végétale et relativement peu de
polysaccharides d'origine microbienne sont produits commercialement. Pourtant, Linton et
ses collaborateurs (1991) insistent sur la diversité des polysaccharides produits par les
bactéries, et déplorent leur sous-exploitation. En effet, 200 sucres ont été recensés dans leur
composition, alors que seulement 25 ont pu être identifiés dans les polysaccharides d'origine
végétale (Lohman, 1990).
1.2. Les exopolysaccharides microbiens
Généralement, les polysaccharides d'origine microbienne sont excrétés. Il s'agit alors
d'exopolysaccharides qui peuvent être physiquement liés à la cellule (capsule) ou excrétés
sous forme diffuse dans le milieu (« slime ») (Kennedy et Bradshaw, 1984). Les
exopolysaccharides peuvent être classés en 4 catégories (Sutherland, 1993) :
./ le dextrane et le lévane produits par plusieurs espèces de bactéries,
./ les homopolysaccharides autres que le dextrane et le lévane,
./ les hétéropolysaccharides constitués d'unités répétées, de composition constante,
./ les hétéropolysaccharides de structure irrégulière.
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La production de polycsccharides par VOle microbienne présente de nombreux
avantages (Sutherland, 1983):
./ disponibilité des matières premières,
./ contrôle aisé du procédé,
./ flexibilité du choix des sites de production,
./ reproductibilité des propriétés et de la pureté,
./ insensibilité aux conditions climatiques et aux pollutions.
Par contre, les principaux obstacles au développement des polysaccharides microbiens
résident dans la difficulté à extrapoler des résultats obtenus au laboratoire vers la production
industrielle. De plus, la grande viscosité du milieu, qui rend délicates l'aération et l'agitation,
augmente le coût de l'installation, et surtout demande un apport énergétique important.
1.3. Le xanthane
1.3.1. Historique
La production et la commercialisation de polysaccharides microbiens à grande échelle
a commencé dans les années 60 (Tableau 1.1). Sous la dénomination de Kelzan® (Kelco Co.
Inc., USA), le xanthane (ou gomme xanthane) fut le deuxième polysaccharide d'origine
microbienne à être commercialisé après le dextrane (Kang et Pettit, 1993). Il s'agit d'un
hétéropolysaccharide anionique ramifié, produit par une bactérie à Gram (-), Xanthomonas sp.
La gomme xanthane est répertoriée dans l'annexe 1 de la liste des émulsifiants/stabilisants de
la Communauté Economique Européenne sous le symbole E-415 (Kang etPettit, 1993). Il est
aujourd'hui le polysaccharide le plus vendu. Le marché mondial, estimé à plus de 30 000
tonnes par an, connaît une croissance soutenue de plus de 5% par an.
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Tableau 1.1: Exemples de polysaccharides d'origine microbienne.
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Polysaccharides
Alginate
Cellulose
Curdlan
Dextrane
Gellane
Méthylane
Pullulane
Rhamsane
Scléroglucane
Succinoglycane
Wellane
Xanthane
Souches productrices
Azotobactervinelandii
Pseudomonas aeruginosa
Acetobacterxylinum
Agrobacterium sp
Alcaligenes faecalis
Leuconostoc mesenteroides
Leuconostoc dextranicum
Sphingomonas paucimobilis
Methylophilus sp
Aureobasidium pullulans
Azotobacterpullulans
Alcaligenes sp
Sclerotium glucanicum
Agrobacterium radiobacter
Agrobacterium tumefaciens
Erwinia herbicola
Alcaligenes sp
Xanthomonas campestris
Producteurs
Tate & Lyle
Ajinomoto, Hayashibara, Kelco
Takeda
Bayer, Henkel
Kelco
Celgene, British Petroleum,
Mitsubishi Kasei
Ajinomoto, British Petroleum,
Mitsubishi Kasei, Hayashibara
Kelco
SKW Biosystem, British Petroleum
Aqualon, Kelco, Rhodia, Takeda
Kelco
Kelco, Rhodia, ADM,
Jungbunzlauer, SKW Trotsberg,
1.3.2. Applications
Au delà des caractéristiques économiques (prix de vente, qualité reproductible, etc.),
les propriétés chimiques et physiques du xanthane en font un produit extrêmement utilisé,
dont la principale caractéristique est de modifier les propriétés rhéologiques des solutions
aqueuses (Sutherland et Ellwood, 1979) :
./ bonne dissolution dans l'eau chaude et l'eau froide,
./ viscosité élevée à faible cisaillement, même à faible concentration,
./ viscosité constante et indépendante du pH (pour des pH compris entre 1 et Il) et de
la température (jusqu'à 120°C),
./ pseudoplasticité et thixotropie,
./ récupération instantanée de la viscosité après l'application d'un cisaillement,
./compatibilité avec un grand nombre de substances,
./ synergie avec des polysaccharides végétaux comme les galactomannanes de guar.
Les industries chimiques, pétrochimiques, alimentaires et pharmaceutiques sont les
principaux utilisateurs (Yalpani et Sandford, 1987) (Tableau 1.2). Les qualités
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exceptionnelles, décrites ci-dessus, rendent le xanthane irremplaçable pour certaines
applications alimentaires, sans dose limite. Il favorise la libération rapide des arômes, offre
une bonne impression gustative, est neutre en goût, est non digestible, et est compatible avec
d'autres ingrédients (protéines, lipides et polysaccharides) (Morris, 1987).
Dès son introduction sur le marché commercial, la gomme xanthane a présenté un vif
intérêt dans des domaines aussi variés que l'alimentaire, la chimie et la récupération assistée
du pétrole (Linton et coll., 1991). Mais, c'est dans ce dernier secteur que le potentiel du
xanthane a été le plus exploité dans les premiers temps, correspondant aux périodes de crises
pétrolières. Désormais, le domaine alimentaire connaît un essor important. En effet, environ
60% du xanthane produit est de qualité alimentaire (Sutherland, 1993), et le marché continue
de progresser, notamment aux Etats-Unis, où les habitudes alimentaires entraînent le
développement de la gomme xanthane. De même, le marché de la cosmétique contribue
fortement à l'essor de la gomme. En particulier, les gels douches, les crèmes et les pâtes
dentifrice garantissent l'obtention de produits dont la texture satisfait aux exigences du
consommateur.
Tableau 1.2: Applications alimentaires et non-alimentaires du xanthane.
Agent stabilisant Alimentaire
Propriétés et domaine d'application
Agent viscosant
Chimie
Alimentaire
Pétrole et BTP
Cosmétique
Chimie
Exemples d'application
Sauces salades
Desserts multiphasiques ou multicouches
Boisssons aux fruits ou chocolatées
Potages
Plats cuisinés
Crèmes glacées
Peintures
Vernis
Savons
Teinture de textile
Agrochimie (herbicides, fertilisants)
Préparation et acheminement de produits alimentaires
(Potages, sauces salades, crèmes glacées, etc.)
Substitution des graisses texturantes dans les aliments
basses calories
Récupération assistée du pétrole
Mélange de ciments et mortiers
Pâtes dentifrice
Agents lavants (lave-glaces, gels WC)
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1.3.3. Structure chimique
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1.3.3.l.Structure primaire
La gomme xanthane est constituée d'un enchaînement d'unités répétées
pentasaccharidiques. Cette unité contient du D-glucose, du D-mannose et du D-glucuronate
(rapport molaire 2:2:1) et des quantités variables d'acétate et de pyruvate qui dépendent de la
souche et des conditions de culture. La structure de base de la macromolécule correspond à
celle de la cellulose (liaison (~1~4) entre les monomères de D-glucose) avec une chaîne
latérale trisaccharidique tous les deux résidus de glucose. Cette chaîne est constituée de 2
résidus D-mannose et d'un résidu D-glucuronate. Le groupement acétyle est fixé sur le C6 du
mannose voisin de la chaîne cellulosique et le groupement pyruvyle est lié sous la forme
acétal avec les C4 et C6 du mannose terminal (McNeely et Kang, 1973; Lawson et
Sutherland, 1978). En plus des différents monomères de sucres et des groupements pyruvate
et acétate, le xanthane contient aussi des cations monovalents (Figure 1.1).
<,
o
n
Pyruvate
+M-OOC"
C
/
Figure 1.1: Structure de l'unité répétitive de la gomme xanthane (la quantité de substituant est
variable).
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Le terme xanthane est aussi appliqué aux produits synthétisés par des souches
sauvages ou mutantes, avec des chaînes latérales normales ou réduites et des teneurs en acides
acétique et pyruvique variables (Tait et Sutherland, 1989) à condition que la teneur en
pyruvate de ces gommes soit au minimum de 1,5% (w/w). Betlach et coll. (1987) ont obtenu
des gommes de composition variable en sucres, produites par des souches mutantes de
Xanthomonas campestris. Ces molécules sont toutes exemptes de pyruvate, mais sont en plus,
déficientes en D-mannose terminal, ou en D-mannose et en D-glucuronate (Figure I,2).
Xanthane
Polytétramère
Polytrimère
[3]" [J" [1" [1"
Pyr- Pyr-[-:ru [ru
[rc-Jn [---rJn
Figure 1.2: Compositions possibles de gomme xanthane, obtenues par des souches mutantes
de X campestris (Betlach et coll., 1987).• Glucose, • Mannose, Â Acide glucuronique,
Ac : Acétate, Pyr : Pyruvate.
1.3.3.2.Poids moléculaire
Le poids moléculaire de la gomme xanthane est considéré comme un facteur important
de qualité puisque les caractéristiques de la gomme dépendent en partie de ce paramètre.
Cependant, des valeurs très variables (de 0,9 à 47 x 106 Daltons) ont été obtenues en fonction
des techniques d'analyse et des conditions de culture. En effet, l'estimation du poids
moléculaire est rendue difficile par la formation d'agrégats de plusieurs «chaînes» qui
peuvent être elles-mêmes sous forme d'hélice mono ou dimérique (Kang et Pettit, 1993).
D'une condition de culture à une autre, le poids moléculaire est différent et le nombre d'unités
pentasaccharidiques peut varier entre 2000 et 4500. De plus, en cours de production,
l'apparition d'une limitation en oxygène peut entraîner une diminution linéaire du poids
moléculaire avec le taux de consommation d'oxygène (Herbst et coll., 1988; Suh et coll.,
1990; Flores et coll., 1994). De même, des variations du poids moléculaire ont été observées
en fonction de la température de production. A titre d'exemple, des molécules de xanthane
produites à 25°C présentent un poids moléculaire moyen supérieur à celui de molécules
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produites à plus hautes températures (Casas et coll., 2000). Mais dans tous les cas, la
composition de l'unité pentasaccharidique en D-glucose, en D-mannose et en D-glucuronate
reste inchangée pour une souche donnée.
1.3.3.3.Teneur en acide acétique
Des changements de conformation (Sutherland, 1993) et des phénomènes
d'associations intramoléculaires dépendent du taux d'acétylation (Tako et Nakamura, 1987).
En effet, des gommes de xanthane hautement acétylées améliorent la viscosité (Tako, 1991) et
l'élimination chimique de l'acide acétique implique des pertes de 30% de viscosité
(Ho1zwarth et Ogletree, 1979). Par contre, la teneur en acide acétique affecte les propriétés
rhéologiques de solutions constituées de xanthane et de galactomannane. Ces mélanges de
gommes présentent un comportement synergique, ayant pour effet d'augmenter la viscosité et
de former des gels (Casas et Garcia-Ochoa, 1999). Cependant, les plus fortes interactions
entre les gommes sont observées lorsque le xanthane est totalement désacétylé (Tako, 1991).
La teneur en acétate est susceptible de varier en fonction des conditions de culture, et
des souches de Xanthomonas sp utilisées. En particulier, la teneur en acétate dans le xanthane
est faible lorsque l'azote est l'élément limitant (Davidson, 1978). De même, la teneur en
acétate augmente dans la gomme avec le temps de culture (Tait et coll., 1986). Par ailleurs, le
polysaccharide produit par des souches de Xanthomonas sp, et notamment des souches de X
oryzae, porte 2 groupements acétyles sur le mannose interne (Sutherland, 1993). L'auteur
ajoute que des molécules de gomme xanthane pourraient contenir plus de 2 moles d'acétate
par unité pentasaccharidique.
1.3.3.4.Teneur en acide pyruvique
La présence du pyruvate modifie les propriétés rhéologiques du polymère (Holzwarth
et Ogletree, 1979), et est rapportée comme le meilleur indicateur de qualité de la gomme
(Sandford et coll., 1977). En effet, la stabilité thermique des polymères hautement pyruvylés
est améliorée (Sandford et coll., 1977). Par contre, l'effet de la présence d'acide pyruvique
dans la gomme sur la viscosité est controversé: des études montrent de faibles corrélations
entre la teneur en pyruvate et le pouvoir viscosifiant (Ramirez et coll., 1988 ; Torrestiana et
coll., 1990) ; Tako et Nakamura (1984) soulignent par contre, que des molécules de xanthane
hautement pyruvylés améliorent la viscosité. De plus, le domaine d'application des gommes
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xanthane dépend du taux d'acide pyruvique. Ainsi, des gommes sans pyruvate sont
préférables pour l'extraction assistée du pétrole (Kang et Pettit, 1993).
De même que la teneur en acide acétique, la teneur en acide pyruvique dans la gomme
xanthane s'avère extrêmement variable selon les souches et les conditions de culture et fait
l'objet de nombreuses études. Le degré de substitution en pyruvate dépend de différents
paramètres :
if disponibilité de la source de carbone et d'azote (Kennedy et coll., 1982; Tait et
coll., 1986),
if oxygène dissous (Cadmus et coll., 1978 ; Peters et coll., 1993)
if souche (Cadmus et coll., 1978),
if température de culture (Cadmus et coll., 1978),
if limitation en nutriments (Davidson, 1978),
if temps de culture (Cadmus et coll., 1978 ; Tait et coll., 1986; Shu et Yang, 1990 ;
Flores et coll., 1994).
Cependant, les résultats de ces études sont extrêmement contradictoires et il est
impossible d'avoir une idée précise en ce qui concerne l'effet de ces paramètres sur la teneur
en pyruvate. Ces contradictions mettent cependant en évidence la sensibilité de la teneur en
pyruvate aux conditions de culture. Par contre, aucun mécanisme n'est proposé pour expliquer
ce phénomène. Quelle est donc, la relation entre le degré de substitution et la fonction
biologique ou plus simplement, par quel mécanisme physiologique la teneur en pyruvate est-
elle susceptible de varier?
2. XANTHOMONAS CAMPESTRIS
2.1. Phylogénie et taxonomie
Classiquement, les membres du genre Xanthomonas sp ont été définis comme des
bactéries strictement aérobies, phytopathogènes (excepté X maltophilia qui est une bactérie
pathogène opportuniste des Hommes), à Gram négatif et en forme de petits bâtonnets
(cocobacilles de taille moyenne :0,4-D,7 x 0,7-1,8 um) (Holt et coll, 1994). Ces bactéries sont
dotées de pigments jaunes hautement caractéristiques appelés xanthomonadines et constitués
de mono ou de dibromo-aryl polyène (Swing et coll., 1993).
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La première description d'une xanthomonade date de la fin du XIXième siècle
(Wakker, 1883). Depuis lors, le nombre de nouvelles xanthomonades a considérablement
augmenté. Les différentes espèces de Xanthomonas sp ont alors été classées selon leur
pathogénicité spécifique envers les plantes hôtes. En 1974, plus de 100 espèces de
Xanthomonas sp sont alors recensées. Dye et Lelliott (1974), en raison de l'impossibilité de
relier les espèces les unes aux autres par les tests phénotypiques, réduisent le nombre
d'espèces de Xanthomonas sp à 5. La grande majorité des espèces est alors regroupée sous la
dénomination de Xanthomonas campestris. Enfin, dans le but pratique de spécifier leur
phytopathogénicité, une nouvelle nomenclature a été établie (Dye et coll., 1980) où les
différentes espèces ont été renommées comme des pathovars de X campestris. Il existe plus
de 140 pathovars de X campestris décrits dans la littérature (Vauterin et coll., 1993).
D'une manière plus générale, les études d'hybridation ADN-ARNribosomal (Palleroni
et coll., 1973 ; De Vos et De Ley, 1983) montrent que le genre Xanthomonas sp constitue une
branche distincte du groupe y des protéobactéries (Stackebrandt et coll., 1988). De même,
l'analyse phylogénétique par séquençage des ARN ribosomaux 168 confirme l'appartenance
de Xanthomonas sp à cette branche (Figure 1.3.). De part cette classification, Xanthomonas sp
peut être considérée comme un membre du groupe des Pseudomonades. En effet, les
Pseudomonades constituent un groupe hétérogène dont les 5 sous-groupes sont répartis dans
les 3 branches des protéobactéries (c, pet y). Le groupe V des pseudomonades correspond au
genre Xanthomonas sp. Compte tenu de ses caractères particuliers, l'espèce Xanthomonas
maltophilia a fait l'objet d'une proposition du nouveau genre Stenotrophomonas (Palleroni et
Bradbury, 1993). Il est intéressant de constater que le groupe Xanthomonas sp est
phylogénétiquement proche du premier groupe de Pseudomonas. Ce groupe, qualifié parfois
de « vrais Pseudomonas » contient notamment deux organismes de référence, P. aeruginosa
et P. putida.
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crgroup
Rhospirillum spp.
Aquaspirillum spp.
Rhospirillumspp.
Rhodophilia
Azospirillum
Rhizobium
Agrobacterium
Rhodomicrobium
Rhodopseudomonasspp.
Pseudomonas (groupe diminuta)
Rhodopseudomonasspp.
Nitrobacter
Rhodobacter
Paracoccus
Rhodospeudomonasspp.
Sphaerotilus
Aquaspirillum spp.
Pseudomonas (groupe acidovorans)
{3group Thiobacillus
Thiobacillus spp.
Rhodocyclus
Alcaligenes
Pseudomonas (groupe pseudomallei)
Ammonia oxidizers
Spirillum
Enterobactéries
Oceanospirillum
Pseudomonas (groupe fluorescent)
Groupe des Xanthomonas
Lysobacter
Acinetobacter
Bactéries pourpres
Ectothiorhodospira
Legionella
Leptothrix
Thiomicrospira
0.3 0,4
1 1
0.5 0.6
SJ
0.7 0.8
Figure 1.3: Similarités entre les ARNr 16S au sein du groupe des Pseudomonades et des
bactéries pourpres (Stanier et coll., 1986).
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2.2. Une bactérie phytopathogène
Xanthomonas campestris est responsable de nécroses, appelées «pourriture noire »,
affectant certains végétaux, et notamment des crucifères. Cette bactérie fait l'objet d'études
détaillées depuis son isolement dans les années 40, et est considérée comme un micro-
organisme modèle de la phytopathogénicité microbienne. Les mécanismes infectieux ne sont
pas encore totalement élucidés bien que le développement des outils génétiques ait permis
d'identifier des facteurs de virulence (Tang et coll., 1987): il s'agit d'une part, d'enzymes
exocellulaires (protéase, cellulase, polygalacturonate lyase) et d'autre part, du xanthane. En
effet, bien que la gomme xanthane ne soit pas, à elle seule, essentielle pour la virulence
(Becker et coll., 1998), une corrélation entre la viscosité du xanthane et le degré de virulence
a été observée (Ramirez et coll., 1988). En particulier, le degré de pyruvylation, dont l'effet
sur le pouvoir viscosifiant de la gomme est faible (Paragraphe 1.3.3.4) n'a pas d'influence sur
le degré de virulence (Katzen et coll., 1998). Les fonctions naturelles du xanthane permettent
d'expliquer son effet phytopathogène : il permettrait à la bactérie d'adhérer aux feuilles des
plantes entraînant l'obstruction des pores respiratoires, et de s'approprier les nutriments
nécessaires à sa croissance. De plus, il constitue une barrière protectrice de la bactérie contre
l'environnement (bactériophage, résistance à la déshydratation, etc.) et, en particulier à la
diffusion des antibiotiques. Ainsi, la résistance aux antibiotiques peut être utilisée comme un
facteur de «screening» de souches performantes de Xanthomonas campestris pour la
production de xanthane (Rodriguez et coll., 1997).
3. METABOLISME GENERAL
Il est frappant de constater qu'il existe peu de données concernant le métabolisme
central de Xanthomonas sp dans la littérature et que les connaissances sont beaucoup plus
limitées qu'en ce qui concerne Pseudomonas sp. Les études portent sur la connaissance de la
structure et des voies de biosynthèse du xanthane, et sur la compréhension des mécanismes
associés à la phytopathogénicité. Par contre, la régulation des voies centrales du métabolisme
de Xanthomonas sp a été très peu étudiée. Les travaux de Katznelson (1955, 1957) et ceux de
Zagallo et Wang (1967) suggèrent la similitude du métabolisme du glucose chez
Xanthomonas sp et chez Pseudomonas sp. Depuis lors, le métabolisme de Xanthomonas sp est
apparenté à celui de P. aeruginosa (ou P. fluorescens), qui est beaucoup plus étudié et mieux
connu.
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3.1. Mode respiratoire
Xanthomonas sp possède un métabolisme respiratoire dont l'oxygène est l'accepteur
final d'électrons. Ce métabolisme n'est jamais fermentaire.
En aérobiose, le rendement molaire PlO représente le nombre de moles d'ATP formé
par mole d'oxygène réduit à l'extrémité de la chaîne respiratoire. Ce rapport qui caractérise
l'efficacité énergétique, dépend à la fois, de la stoechiométrie de l'ATPase (H+/P) et du
nombre de protons exportés lorsqu'un flux d'électrons parcourt la chaîne respiratoire (H+IO).
Le rapport WIP est souvent constant et égal à 3 (Kashket, 1982). En revanche, le rapport
H+IO est variable puisqu'il dépend du nombre de sites de phosphorylation présents sur la
chaîne.
La chaîne respiratoire de Xanthomonas campestris contient les cytochromes b, c, aa, et
o et probablement le cytochrome al et produit un ratio H+IO voisin de 6 (Rye et coll., 1988).
Ces résultats, par analogie avec des données préalablement obtenues pour d'autres souches de
bactéries, suggèrent l'existence d'une chaîne respiratoire branchée, comprenant, au maximum,
3 sites de translocation de protons (Figure 1.4). Dans une telle configuration, le PlO maximum
est voisin de 2 par mole de NADH,H+. Les conditions environnementales sont susceptibles
d'aiguiller le flux d'électrons vers l'une ou l'autre branche de la chaîne respiratoire. Les
différentes orientations de ce flux d'électrons conduisent alors à une efficacité respiratoire
différente, car le nombre de sites de translocation et le nombre de protons transférés ne sont
pas identiques dans ces branches.
Site 2
~~l {f ~~3/.14-II~ ~i[+~-H~~
NADH,W::........ / UQ 02
'"1 NDR-II 1 i '---------...c~
Site 4
Figure 1.4: Chaîne respiratoire branchée avec l'oxygène comme accepteur final d'électrons.
NDH-I (II) : complexes NADH,H+ déshydrogénase, UQ : Ubiquinone.
Un mécanisme original de découplage énergétique a été mis en évidence chez
Escherichia coli. La bactérie peut faire varier son efficacité énergétique par la modulation de
l'expression de deux NADH,H+ déshydrogénases: la NDH-I permet d'exporter deux protons
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alors que la NDH-II réalise un découplage énergétique. Une étude de l'activité des deux.
déshydrogénases de E. coli suggère une distribution des flux au profit de la NDH-I lorsque le
pourcentage d'oxygène dissous est inférieur à 2% (De longe, 1996). Par conséquent, cette
distribution des flux peut conduire à une optimisation de la production d'énergie au niveau de
la chaîne respiratoire lorsque les conditions d'aération deviennent défavorables. A l'heure
actuelle, l'existence de ces deux NADH,H+ déshydrogénases n'a pas été démontrée chez X
campestris mais des travaux récents suggèrent leur existence chez les Pseudomonades du
groupe 1 (Camacho Carvajal et coll., 2000).
3.2. Assimilation du carbone
Xanthomonas sp est capable de croître sur un grand nombre de substrats carbonés mais
son spectre est beaucoup plus restreint que celui de Pseudomonas sp. La grande majorité des
espèces de Xanthomonas sp est capable d'assimiler le glucose, le D-mannose, le saccharose,
le tréhalose, le D-galactose et des acides organiques tels que le succinate, le fumarate et le L-
malate. En plus de ces sucres et acides dicarboxyliques, Xanthomonas sp est capable
d'assimiler des polysaccharides tel que l'amidon. Par contre, en raison de l'activité ~­
galactosidase très faible, Xanthomonas sp est incapable de métaboliser le lactose (Frank et
Somkuti, 1979). Des travaux récents portent sur l'amélioration par voie génétique, de
l'assimilation du lactose en vue de la valorisation d'un sous-produit de l'industrie riche en
lactose, le «petit lait» (Fu et Tseng, 1990; Konicek et coll., 1993 ; Ekateriniadou et coll.,
1994; Papoutsopoulou et coll., 1994; Kawahara et übata, 1998). Dans tous les cas, les
souches mutantes de Xanthomonas sp capables de consommer le lactose (souches lac+)
produisent du xanthane, mais les performances de production de ces souches sur des substrats
à base de lactose restent mal évaluées. Néanmoins, Konicek et coll (1993) obtiennent des
caractéristiques de croissance et de production de xanthane comparables avec une souche lac+
cultivée sur lactose et avec la souche parente cultivée sur glucose.
3.2.1. Métabolisme central
Les premiers travaux d'élucidation du métabolisme central de Xanthomonas sp datent
des années 60. Hochster et Katznelson (1958) décrivent le métabolisme du glucose-ô-
phosphate (G6P) comme un « cycle hexose» chez cette bactérie (Figure 1.5). Dans un premier
temps, en l'absence d'une activité phosphofructokinase, le glucose est catabolisé par la voie
d'Entner-Doudoroff (ED), qui conduit à la production de pyruvate et de glycéraldéhyde-3-
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phosphate (GAP). Ce dernier est ensuite transformé en fructose-1,6-diphosphate (FDP) par
l'intermédiaire de la triose-phosphate isomérase et de la fructose-1,6-diphosphate aldolase. En
absence d'une voie glycolytique active, le FDP est converti en fructose-ô-phosphate (F6P) via
la fructose-l ,6-bisphosphatase, puis en G6P, alimentant ainsi le cycle. L'existence du cycle de
Krebs a été démontrée chez Xanthomonas sp par la mise en évidence de la plupart des
enzymes constituant ce cycle, et le « shunt» glyoxylique (Madsen et Hochster, 1959). La voie
ED et le couplage au cycle de krebs assurent alors la voie principale d'assimilation du glucose
et d'autres substrats carbonés aboutissant à la formation du G6P.
Fructose-6-P
P, ~(l)
H201
Fructose-1,6-Di-P
Cycle
des hexoses
Figure 1.5: Voies centrales d'assimilation du glucose. (1) : fructose-1,6-bisphosphatase, (2) :
fructose-1,6-diphosphate aldolase, (3) : triose-phosphate isomérase, (4) : glucose-6-phosphate
déshydrogénase, (5) : 6-phosphogluconate déshydratase, (6) : 2-céto-3-déoxy-6-
phophogluconate aldolase, (7) : glycéraldéhyde-3- phosphate déshydrogénase, (8) :
phosphoglycérate kinase, (9) : énolase, (10) : pyruvate kinase.
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Par des techniques de radiorespirométrie, Zagallo et Wang (1967) ont confirmé que la
voie ED couplée au cycle de Krebs est la voie prédominante du catabolisme du glucose. Une
petite partie du flux de glucose (entre 8 et 16% selon les souches) emprunte la voie des
pentose-phosphates (PP). Ces deux voies, ED et PP, assurent l'intégralité des voies de
dégradation du glucose. Par contre, les auteurs contredisent l'existence d'un « cycle hexose»
tel qu'il a été décrit par Hochster et Katznelson (1958). Il est cependant trop simpliste
d'imaginer que les flux métaboliques restent figés dans un état pseudo-stationnaire. Les
conditions physico-chimiques et l'état physiologique de la bactérie jouent, en particulier, un
rôle sur la distribution de ces flux. Or, si les résultats de radiorespirométrie sont pertinents
dans les conditions de réalisation de l'expérience de Zagallo et Wang, ils ne s'inscrivent pas
dans un contexte d'étude dynamique.
Chez Pseudomonas sp et en particulier, chez P. aeruginosa le GAP est recyclé via la
néoglucogénèse, avec l'implication d'une activité fructose-l,6-biphosphatase, vers le cycle
central de la voie ED plutôt que catabolisé en pyruvate par les enzymes de la voie d'Embden-
Meyerhof-Parnas (EMP) (Lessie et Phibbs, 1984; Banerjee, 1989). L'idée du recyclage du
GAP via la voie ED chez les pseudomonades, tel qu'il a été proposé initialement chez
Xanthomonas sp par Hochster et Katznelson (1958), repose sur deux observations principales.
D'une part, les enzymes de la voie ED, telle que la glucose-6-phosphate déshydrogénase
(G6PdH) en particulier, sont induits au cours de la croissance sur des substrats tels que le
glycérol et le galactose, qui sont métabolisés directement en GAP, ainsi que sur fructose, dont
l'assimilation conduit, pour la plupart des pseudomonades, au FDP. D'autre part, des souches
mutantes de P. aeruginosa dont la voie ED n'est pas fonctionnelle, présentent une croissance
extrêmement réduite sur glycérol, galactose, et fructose, alors que des mutants déficients en
phosphoglycérate kinase, en énolase ou en pyruvate kinase se développent correctement sur
ces mêmes substrats.
3.2.2. Transport et assimilation du glucose
Les premiers résultats concernant le métabolisme central de Xanthomonas sp ont
confirmé la suspiscion d'une relation biochimique fonctionnelle étroite entre les
xanthomonades et les pseudomonades. Des similitudes concernant le mode d'entrée du
glucose dans la cellule pour ces deux genres ont été, de plus, mis en évidence (Whitfield et
coll. 1982). Ainsi, deux systèmes distincts existent: un premier système intracellulaire et
phosphorylatif et un second système, périplasmique et oxydatif nécessitant une activité
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glucose déshydrogénase (Figure 1.6). Ces deux systèmes conduisent à la formation de 6-
phosphogluconate, ensuite métabolisé majoritairement via la voie ED. Cependant, ces deux
systèmes ne sont pas caractérisés d'un point de vue fonctionnel chez Xanthomonas sp. En
s'appuyant sur les connaissances acquises à ce niveau chez Pseudomonas sp, il est possible
d'anticiper sur les mécanismes associés à l'assimilation du glucose chezXanthomonas sp.
me
mc
Kgk
2KG
ATP
ADP
Gnuk
NADP' NADPH,H'
\J
Kgr
GluconateGlucose
ATP) Glk
ADP"'<"".
Glucotse-a-p
NADP'
zwf
NADPH,H
6-p-Gicono,actone
a-p-Gluconate ~(---~"'---2KGP
~ED
Figure 1.6: Voies de transport et de catabolisme du glucose. Abbréviations : Ext : extérieur ;
Int : intérieur; pp : périplasme ; me : membrane exterme ; mc : membrane cytoplasmique ;
Gcd : glucose déshydrogénase; Gad: gluconate déshydrogénase; 2KG : 2-keto-gluconate ;
Glk : glucokinase ; Zwf: glucose-ô-phosphate déshydrogénase; Gnuk : gluconate kinase;
Kgk : 2-céto-gluconate kinase; Kgr : 2-céto-6-phosphogluconate réductase.
Assimilation du glucose par la voie phosphorylative intracellulaire
Le glucose extracellulaire peut entrer dans la cellule par l'intermédiaire d'un système
de transport actif et être phosphorylé intracellulairement par une activité glucokinase. Chez
Pseudomonas sp, cette voie est obligatoire en condition anaérobie et prédomine en condition
de limitation de glucose (Whiting et coll., 1976). Le système de transport actif de
Pseudomonas sp comprend trois composants bien identifiés à l'heure actuelle: une porine au
niveau de la membrane externe, qui facilite la diffusion d'une large gamme de carbohydrates,
une protéine périplasmique spécifique du glucose, et une protéine intervenant dans la
régulation du système de transport en réponse à des stimuli environnementaux. Cette dernière
protéine présente une forte analogie de séquence avec les protéines de la famille des OmpR et
serait donc impliquée dans la régulation du transport du glucose. Parallèlement, bien que non
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identifiée, une perméase doit permettre le transport du glucose au travers de la membrane
cytoplasmique (Temple et coll., 1998).
Le glucose intracellulaire est ensuite phosphorylé par une activité glucokinase ATP
dépendante. L'activité de cet enzyme est exprimée de manière coordonnée avec au moins 4
autres enzymes de la voie ED: la G6PdH, la 6-phosphogluconate déshydratase, 2-céto-3-
déoxy-6-phosphogluconate aldolase et la glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase. Ce
groupe d'enzymes, dont la glucokinase, est induit en présence de glucose, gluconate, fructose
et glycérol, et réprimé par des intermédiaires du cycle de Krebs, tel que le succinate.
Assimilation du glucose par la voie oxydative périplasmique
Chez Pseudomonas sp, en condition aérobie et en excès de glucose, cette voie est
prédominante. En fait, le gluconate pourrait réprimer le système de transport du glucose, et
donc rendre la voie phosphorylative non fonctionnelle (Whiting et coll., 1976). La première
étape de cette voie implique l'oxydation du glucose extracellulaire en gluconate par une
activité glucose déshydrogénase. Cet enzyme, NAD(P)+-dépendante, possède l'originalité de
fonctionner dans l'espace périplasmique (alors que les déshydrogénases classiques
fonctionnent du côté intracellulaire), et nécessite la présence d'un co-facteur, la
pyrroloquinoline quinone ou PQQ. L'absence de l'activité glucose déshydrogénase et donc
d'une voie oxydative périplasmique fonctionnelle en condition anaérobie, ne serait pas liée à
l'absence de l'enzyme, elle même, mais à la non expression du cofacteur PQQ (Goosen et
coll, 1987; Duine et coll, 1989). Le gluconate peut alors entrer directement dans la cellule par
l'intermédiaire d'un système de transport actif, impliquant une perméase spécifique du
gluconate, et être phosphorylé par une gluconate kinase, ATP dépendant (Temple et coll.,
1998). Le gluconate extracellulaire peut être aussi oxydé en 2-cétogluconate par une activité
gluconate déshydrogénase périplasmique. Une telle voie n'a pas été mise en évidence à
l'heure actuelle chezXanthomonas sp.
Chez P. aeruginosa, la présence conjointe des deux modes d'entrée de glucose dans la
cellule implique l'existence de mécanismes de régulation. En particulier, en excès de glucose
et en aérobie, la glucose déshydrogénase est active et la voie intraceiIulaire est inhibée par le
gluconate produit dans le périplasme, alors qu'en condition de limitation de carbone, le
glucose est transporté et métabolisé principalement via la voie intracellulaire (Whiting et coll.,
1976). A l'opposé de Pseudomonas sp, lorsque Xanthomonas sp est cultivée en excès de
glucose, aucune activité glucose déshydrogénase n'est détectée. Le glucose est alors
métabolisé intégralement via la voie intracellulaire (Whitfield et coll. 1982), ce qui
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constituerait donc une différence majeure du mode d'assimilation du glucose. Pourtant, ces
travaux montrent que X campestris est capable d'assimiler le gluconate lorsqu'il s'agit de la
seule source de carbone ce qui suggère que la non-assimilation du glucose par la voie
périplasmique serait liée à l'absence de l'activité glucose déshydrogénase. A l'heure actuelle,
les mécanismes de fonctionnement et de régulation de ces quinoprotéines ne sont pas
clairement élucidés et il convient d'être prudent quant à la non détection de cette activité
glucose déshydrogénase. En effet, l'absence de l'activité pourrait être liée à la non expression
du co-facteur PQQ.
L'étude du transport du substrat est souvent négligée lorsque la surproduction d'un
métabolite est visée (Linton, 1990). Pourtant, des études sur Agrobacterium radiobacter ont
montré que le transport du glucose est un élément majeur du contrôle cinétique de la
production de succinoglucane chez ce micro-organisme (Comish et coll., 1988). Le manque
de connaissances à ce niveau soulève plusieurs interrogations. Chez X campestris,
l'assimilation du glucose par l'une ou l'autre des deux voies peut avoir, en particulier, des
conséquences importantes sur la production de xanthane. En effet, l'assimilation du glucose
par la voie oxydative périplasmique nécessite un flux de carbone important via le «cycle
hexose» pour conduire à la synthèse de G6P, et donc à la biosynthèse du xanthane (décrite
par la suite). L'assimilation par cette voie entraîne, de plus, une perte de carbone pour la
synthèse de xanthane sous forme de CO2 au niveau du cycle de Krebs, ce qui peut avoir pour
conséquence de diminuer le rendement en xanthane.
3.2.3. Transport et assimilation du fructose
Paradoxalement, chez Xanthomonas sp, le transport du fructose, substrat ayant peu
d'intérêt d'un point de vue biotechnologique, a été nettement mieux caractérisé que celui du
glucose et que celui d'autres substrats, tel que le saccharose. Ainsi, le transport du fructose est
majoritairement assuré par un système phosphotransférase phosphoénolpyruvate dépendant
(PEP-PTS) spécifique du fructose (De Crecy-Lagard et coll. 1991 a,b; 1995). Ce système
intracellulaire a la particularité de phosphoryler le sucre de façon concomitante à son
transport. Il nécessite le phosphoénolpyruvate (PEP) comme donneur de phosphate pour la
phosphorylation du sucre. Un tel système PEP-PTS spécifique du fructose a été découvert
préalablement chez P. aeruginosa (Durham et Phibbs, 1982). Chez toutes les bactéries
possédant un PEP-PTS fructose, le fructose est phosphorylé en fructose-l-phosphate (F1P).
Par ailleurs, une souche de X campestris, déficiente dans l'activité PEP-PTS spécifique du
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fructose a été construite par des techniques de mutagénèse par transposition (De Crecy-.
Lagard et coll. 1991a). Ce mutant est capable de se développer sur fructose mais son taux de
croissance est plus faible que celui de la souche sauvage sur ce substrat. De plus, l'analyse en
chromatographie couche mince des produits intracellulaires dérivant du [14C]fructose révèle
principalement la présence de F6P dans la souche mutante, alors que, dans la souche sauvage,
seul le F1P est détecté. Ces observations indiquent que X campestris possède un second mode
de transport du fructose: il s'agit d'un système perméase couplé à une fructokinase ATP-
dépendante qui catalyse la formation de fructose-6-phosphate (De Crecy-Lagard et coll.
1991b) (Figure 1.7).
Fructose
Système PEP-PTS fructose
Fructose-IP
EII-B XFPr-p X El X PEP
E II-B-P FPr E I-P Pyruvate
Système perméase et couplage à la fructokinase
A't ADP
Fructose:==1~~?f~ Fructose .L ~ Fructose-6P
H H+
ADP
xH~----+--
ATP
Figure 1.7: Les différents systèmes de transport du fructose.
La présence conjointe des deux systèmes de transport du fructose n'est pas habituelle
chez les pseudomonades. Bien qu'une activité fructokinase ATP-dépendante soit détectée
chez P. aeruginosa, cette enzyme n'est pas induite par le fructose. Par contre, elle est induite
sur mannitol. En effet, ce substrat est converti en fructose intracellulaire via un système de
transport du mannitol et une mannitol déshydrogénase intracellulaire, puis est phosphorylé par
la fructokinase en F6P, qui rejoint alors les voies centrales du métabolisme (Phibbs et Eagon,
1970).
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Aussi, plusieurs possibilités d'assimilation du fructose par Xanthomonas sp existent,
dépendant du mode de transport (Figure 1.8) :
./ via le PEP-PTS, le transport du fructose conduit au fructose-I-phosphate. Ce
dernier est phosphorylé par une l-phosphofructokinase en FDP qui peut alors rejoindre soit la
voie EMP, soit la voie ED par l'intermédiaire des enzymes de la gluconéogénèse et de la
fructose-l,6-diphosphatase plus particulièrement. Il est à noter que la contribution de la voie
EMP est mineure comparativement à celle de la voie ED pour l'assimilation du fructose chez
Pseudomonas sp (Temple et coll., 1998). Cette constatation est basée sur le fait que des
mutants déficients dans l'activité G6PdH, phosphoglucose isomérase, 6-phosphogluconate
déshydrogénase ou 2-céto-3-déoxy-6-phosphogluconate aldolase, se développent très
lentement sur fructose, comparativement à la souche sauvage. En est-il de même chez
Xanthomonas sp ?
./ via la perméase et la fructokinase, le transport du fructose et sa phosphorylation
conduisent au fructose-ô-phosphate. Ce dernier rejoint alors la voie ED après isomérisation en
glucose-ô-phosphate.
La contribution des différentes voies métaboliques pour l'assimilation du fructose n'a
pas été étudiée. Pourtant, l'orientation du flux de fructose dans le métabolisme central peut
conduire à des différences notables concernant les performances de production de xanthane.
Il n'existe aucune information dans la littérature concernant le transport et
l'assimilation par Xanthomonas sp d'autres substrats carbonés (sucres autre que le glucose et
le fructose, polyols, acides organiques, etc.). D'une manière générale, ces questions ne sont
pas traitées. Il est vrai que des similitudes importantes sont observées entre les voies
métaboliques de Pseudomonas sp et celles de Xanthomonas sp. Par contre, qu'en est-il des
mécanismes de régulation spécifiques aux voies métaboliques de Xanthomonas sp ?
Chapitre 1: etude bibliographique
Fructose
Fructose
~Fruct~ose-6-p +---+ Gluco~eN-.g;.P
~NAOPH,H'
Fructo~ -P H~~ 6-p-G!COnolactone
Fructose-1,6-Di-P 6-p-Gtconate
~ KDPG
DHAP~Gly~~~al1éhyde-3-P
NAOH,H'~
1,3-Di-P~-GIYCérateADPATP
3-p-G~Cérate
2-P-G!lcérate
t ADer;
PEP Pyruvate ~ • AcCoA~ __C02~
Cycle de Krebs
Figure 1.8: Voies possibles d'assimilation du fructose.
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3.3. Voie métabolique de la production de xanthane
La voie métabolique de synthèse de xanthane suit celle classiquement décrite pour les
hétéropolysaccharides microbiens à structure régulière et fait intervenir des structures riches
en énergie: sucres nucléotidiques, phosphoénolpyruvate (PEP) et acétyl-CoA. Cette
biosynthèse et l'organisation génétique de la production de xanthane sont considérées comme
un système modèle des autres exopolysaccharides. L'unité répétitive est formée par addition
successive de monosaccharides provenant de sucres nucléotides à un lipide isoprénoique
comme accepteur. Dans le cas spécifique du xanthane, les groupements acétates issus de
l'acétyl-CoA et les groupements pyruvate issus du PEP (Ielpi et coll., 1981 a,b) sont
incorporés intracellulairement à l'unité pentasaccharidique au cours de la polymérisation. La
teneur en pyruvate et en acétate dans la gomme est susceptible de varier selon les souches et
les conditions de culture (Paragraphe 1.3.3), ce qui indique que les disponibilités en PEP et en
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acétyl-CoA sont soumises à des phénomènes de contrôle métabolique. A l'heure actuelle, ces
phénomènes restent incompris.
Ensuite, les oligomères sont formés par transfert vers les autres intermédiaires
lipidiques, augmentant graduellement la taille de la chaîne d'hydrates de carbone (Figure 1.9).
Cette étape de la biosynthèse entraîne l'ajout de la séquence oligosaccharidique la plus longue
au terminal non réducteur d'une unité répétitive unique attachée au lipide isoprénoique, en
libérant simultanément une mole de lipide isoprénoique diphosphate. Le transporteur de lipide
inactif est déphosphorylé pour donner le phosphate isoprényl qui peut alors revenir dans la
séquence de biosynthèse. L'obtention de molécules de xanthane, polytétramérique et
polytrimérique (Figure 1.2) indique que l'enzyme responsable de la polymérisation des sous-
unités n'est pas très spécifique (Betlach et coll., 1987 ; Tait et Sutherland, 1989).
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Figure 1.9: Voie de biosynthèse de xanthane (Ielpi et coll., 1993).
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3.3.t, Excrétion de l'exopolysaccharide
Ces dernières étapes de la production de xanthane sont moins bien décrites. Le
mécanisme d'excrétion, qui nécessite la libération du lipide isoprénique ainsi que le passage
de la macromolécule à travers la membrane cytoplasmique, le périplasme et la membrane
externe, implique la consommation d'énergie sous forme d'ATP comme c'est le cas par
exemple pour les lipopolysaccharides (Marino et coll., 1985). Vanderslice et ses
collaborateurs (1989) ont montré qu'un mutant de Xanthomonas sp possédant la voie
complète de synthèse du polymère mais incapable de l'excréter, accumule le polymère dans le
périplasme ou le cytoplasme et conduit finalement à la lyse de la cellule. Ces résultats
suggèrent l'existence d'un système de transport organisé chez la souche sauvage.
3.3.2. Organisation génétique
Il est possible de résumer la biosynthèse du xanthane en 5 grandes étapes (Katzen et
coll., 1998) :
,/ conversion des sucres simples en précurseurs activés,
,/ assemblage en une sous unité pentasaccharidique fixée à la membrane interne par
un transporteur polyprénol phosphate (lipide isoprénique),
,/ addition des groupements pyruvate et acétate,
,/ polymérisation des unités pentasaccharidiques,
,/ et enfin, excrétion du polymère.
Plusieurs loci génétiques impliqués à différents stades de cette biosynthèse sont d'ores
et déjà identifiés (Barrère et coll., 1986; Harding et coll., 1987 ; Harding et coll., 1993 ; Hotte
et coll., 1990; Këplin et coll., 1992; Thome et coll., 1987). Ces différentes régions du
génome s'organisent en « cluster » de gènes, i.e. que plusieurs gènes impliqués pour une
même étape métabolique sont concentrés dans une région du génome. Il est particulièrement
intéressant de déterminer la fonction des différents gènes de ces « cluster ».
Les régions xpsIII, xpsIVet xpsVI et un «cluster» de gènes de 35,3 kb sont requis
pour le premier stade de la biosynthèse (Harding et coll., 1993 ; Këplin et coll., 1992). Ces
régions sont impliquées dans la biosynthèse des précurseurs de sucres nucléotides et la
production du lipopolysaccharide. Këplin et ses collaborateurs (1992) ont notamment mis en
évidence une région de 3,4 kb contenant deux gènes: xanA et xanB. L'étude fonctionnelle et
de la séquence de ces gènes montrent que xanA coderait pour un seul enzyme impliqué dans
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la biosynthèse du glucose-l-phosphate et du mannose-I-phosphate (activité
phosphoglucomutase (PGM) et phosphomannomutase (PMM» et que xanB présente une forte
homologie de séquence avec un gène de P. aeruginosa (algA) qui coderait pour un enzyme
bifonctionnel, phosphomannose isomérase (PMI) et GDP-mannose pyrophosphorylase
(GMP), fortement impliqué dans la biosynthèse de l'alginate. Une mutation dans le gènexanB
de X campestris conduit à la non détection de l'activité PMI et de l'activité GMP, et à la non
production de xanthane (Kôplin et coll., 1992). Le gène xanB coderait donc pour un enzyme
analogue à celui de P. aeruginosa. D'une manière générale, cette région du génome de X
campestris code pour la synthèse de deux enzymes, dont l'un est nécessaire pour la synthèse
des trois sucres nucléotidiques, précurseurs du xanthane, et l'autre pour la synthèse du GDP-
mannose.
Une autre région suscite une attention particulière; il s'agit de la région xpslou région
gum, proposée comme étant responsable de l'assemblage du polymère (Capage et coll., 1987 ;
Coplin et Cokk, 1990; Sutherland, 1993; Harding et coll., 1995; Katzen et coll., 1998;
Vanderslice et coll., 1989). Katzen et ses collaborateurs (1998) se sont focalisés sur l'étude
fonctionnelle de la région gum (Xpsl) de 16 kb, organisée en un «cluster» de 12 gènes (de
gumB à gumM) (Figure 1.10) et proposent un schéma des fonctions des gènes de ce
« cluster ».
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Figure 1.10: Carte structurale de la région gum de X campestris (Katzen et coll., 1998).
Ces gènes sont impliqués au niveau de l'assemblage des intermédiaires au lipide
isopropénique, la polymérisation et l'excrétion du polymère (figure 1.11). De plus, cette
région est régulée comme un opéron (série de gènes contrôlés par un unique promoteur de
transcription) dont le promoteur serait situé en amont du gène gumB (Katzen et coll., 1996).
Néanmoins, comme le soulignent les auteurs, la possibilité de l'existence d'autres promoteurs
- -
secondaires, silencieux dans les conditions expérimentales, ne peut être totalement écartée. En
particulier, un second promoteur, situé en amont du gène gumK a été identifié (Katzen et coll.,
1996).
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Figure1.11: Schéma des fonctions des gènes de la région gum impliqués dans la biosynthèse
du xanthane (Katzen et coll., 1998).
En parallèle, Tang et ses collaborateurs (1991) ont mis en évidence une région du
génome de Xanthomonas campestris portant un «cluster» de 7 gènes, impliqués dans la
synthèse d'enzymes extracellulaires (protéases, endoglucanases, polygalacturonate lyases, (J.,-
amylases) et de l'exopolysaccharide. Une mutation dans cette région (région rpf, « regulation
of pathogenicity factors ») conduit à des défauts dans la production des enzymes
extracellulaires précédemment cités et dans la biosynthèse de l'exopolysaccharide. L'analyse
de la séquence d'un des gènes du « cluster » (gène rpfC) prévoit la production d'une protéine
présentant de fortes analogies avec des protéines de régulation existant chez les procaryotes.
Ces protéines sont fréquemment impliquées dans l'expression de gènes en réponse à des
stimuli environnementaux. Dans le cas de la biosynthèse du xanthane et en réponse à un ou
plusieurs stimuli, une telle protéine pourrait déclencher l'expression de gènes codant pour des
enzymes impliqués dans cette biosynthèse.
A l'instar des manipulations génétiques réalisées pour la production d'autres
métabolites microbiens d'intérêt industriel (acides aminés, arôme, etc.), l'idée de surproduire
de la gomme xanthane en augmentant le nombre de copies des gènes impliqués dans sa
biosynthèse apparaît évidente. Le principe de tels clonages réside dans le fait qu'une ou
plusieurs étapes de la voie métabolique du polysaccharide est limitante pour sa biosynthèse.
Ainsi, l'introduction de plusieurs copies (5 à 20 copies) d'un plasmide, contenant un fragment
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d'ADN de 12 kb, a été réalisée dans Xanthomonas campestris (Cleary et coll., 1987; Harding
et coll., 1987). Ce fragment d'ADN, contenant au moins 4 gènes impliqués dans la voie de
biosynthèse de xanthane, restitue la production de xanthane de souche non productrice, et
contient donc des gènes indispensables à la production du polysaccharide. Cependant, les
performances de production de ces souches ne sont pas améliorées de manière significative. Il
en est de même de souches obtenues par l'équipe de Thome (1987). Ces résultats indiquent
d'une part, que la surexpression d'enzymes, ou de voies métaboliques entières, est aléatoire
sans identification préalable des limitations. D'autre part, ces limitations ne se situent pas
nécessairement au niveau de la voie de biosynthèse. En effet, elles peuvent se situer en amont,
et notamment, au niveau des voies centrales du métabolisme. Il est, en effet, fréquent que des
contraintes biochimiques liées à la production de métabolites soient localisées au niveau de
ces VOles.
3.4. Devenir du Glucose-6P
Le G6P est un intermédiaire clé qui constitue un carrefour entre les voies centrales du
catabolisme et les voies de biosynthèse de xanthane.
.;' D'une part, le G6P peut rejoindre ces dernières en étant transformé en glucose-l-
phosphate (GIP) par l'enzyme phosphoglucomutase, puis en sucre nucléotide (UDP-glucose).
L'UDP-glucose est ensuite oxydé en UDP-glucuronate en libérant du NAD(P)H,H+.
Parallèlement, le G6P est isomérisé en F6P par la phosphoglucose isomérase, puis en
mannose-6-phosphate (M6P) par la phosphomannose isomérase. Le M6P est ensuite
transformé en sucre nucléotide (GDP-mannose). Les sucres nucléotides, UDP-glucose, UDP-
glucuronate et GDP-mannose, qui correspondent à des formes énergétiquement activées,
rejoignent le cycle de polymérisation du xanthane (Jarman et Pace, 1984) (Figure 1.12).
.;' D'autre part, le G6P peut rejoindre les voies du catabolisme par l'intermédiaire de
la G6P déshydrogénase (G6PdH). Cet enzyme, NAD(Pt dépendant, qui catalyse l'oxydation
irréversible du G6P en 6-phophogluconate (6PG), fait l'objet de nombreuses études chez
différents organismes. Par exemple chez Pseudomonas sp, la G6PdH est co-induite avec la
glucokinase, la 6-phosphogluconate (6PG) déshydratase, la 2-céto-3-déoxy-6-
phosphogluconate (KDPG) aldolase et la glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase,
enzymes qui catalysent les étapes suivantes de la voie ED; l'activité enzymatique de la
G6PdH est sujette à l'inhibition par l'ATP et le NAD(P)H,H+, i.e. en condition d'excès
d'énergie. Mais, il n'existe, dans la littérature, aucune donnée relative, ni à l'expression de
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l'enzyme, ni à ses caractéristiques biochimiques chez Xanthomonas sp. Pourtant, son rôle
dans la répartition des flux entre la voie centrale et la voie de biosynthèse de xanthane est
évident.
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Figure 1.12: Voie d' Entner-Doudoroff couplée à la voie de synthèse de xanthane.
3.5. Energétique cellulaire
Les calculs énergétiques laissent apparaître une corrélation très forte entre la
production de xanthane (et sa composition) et l'énergétique cellulaire (Jarman et Pace, 1984 ;
Linton, 1990). En effet, la demande en ATP pour la biosynthèse de xanthane est une part
significative de la demande totale en ATP de la cellule (Jarman et Pace, 1984). Cependant, en
fonction du taux de substitution en acétate et en pyruvate de la molécule, une partie ou
l'intégralité de l'énergie, peut être fournie par la régénération du NAD(P)H,H+ produit
pendant la biosynthèse de xanthane. Ainsi, en faisant abstraction des besoins en énergie pour
la croissance cellulaire et la maintenance, un rapport PlO de 2,2 à 2,6 selon le degré de
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substitution en pyruvate, permettrait exactement de générer l'énergie nécessaire à sa
biosynthèse (Figure 1.13). Cependant, d'après la composition de la chaîne respiratoire de X
campestris, le PlO maximum est de 2 (Paragraphe 3.1), ce qui ne permet donc pas de
satisfaire cette condition. Un flux de carbone dans les voies cataboliques est alors
indispensable pour produire l'énergie nécessaire.
Mais, d'une façon plus générale, les vitesses de production de divers métabolites sont
maximales dans des souches possédant des voies de respiration oxydative peu efficaces en ce
qui concerne la synthèse d' ATP (forte capacité à réoxyder les coenzymes sans production
d'ATP non essentielle). Ainsi, l'état d'oxydation de l'exopolysaccharide et le rendement
maximum de production sont inversement liés à l'efficacité de la croissance cellulaire. La
faible efficacité de la croissance cellulaire a pour conséquence un rendement en oxygène
faible. Ceci explique pourquoi la productivité en xanthane est limitée par le taux de transfert
d'oxygène. De plus, l'augmentation de la viscosité au cours du procédé accentue ce
phénomène en diminuant les capacités de transfert d'oxygène dans le réacteur. La synthèse
d'exopolysaccharides apparaît cependant être un mécanisme extrêmement efficace en terme
de rendement si bien que la marge d'amélioration des rendements de production de xanthane
est très faible (Linton, 1990).
En terme physiologique, la production rapide d'exopolysaccharides pourrait offrir aux
organismes producteurs un moyen très efficace de dissiper l'énergie et le carbone lorsque le
taux de consommation de substrat dépasse les besoins de la cellule (Linton, 1990). Autrement
dit, les souches présentant de bonnes aptitudes pour produire du xanthane, sont celles qui
maintiennent un flux de carbone important dans le métabolisme central lorsque la croissance
est limitée par des contraintes environnementales. La production est donc maximale lorsque
les conditions en terme de flux énergétiques et de carbone sont favorables, et un
bouleversement significatif de cet équilibre pourrait induire un effet néfaste sur le taux de
production.
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Figure 1.13: Besoins en ATP pour la synthèse de xanthane selon le taux de substitution en
pyruvate (Jarman et Pace, 1984).
4. CROISSANCE CELLULAIRE ET BIOSYNTHESE DU XANTHANE
Les procédés de production de xanthane, et d'autres. exopolysaccharides, se
caractérisent par les propriétés rhéologiques du milieu de culture, les changements
conformationnels et structurels du polysaccharide produit qui peuvent intervenir au cours de
la culture, et les effets notables de ces variations sur l'application commerciale du produit
final. Ces variations qualitatives, ainsi que les performances du procédé en terme de titre final,
de rendement et de productivité, sont intimement liées à l'environnement, non seulement
nutritionnel mais aussi physico-chimique, du micro-organisme. Aussi, le contrôle et la
maîtrise de son environnement est primordiale. Les niveaux de contrôle se situent au niveau
de la formulation des milieux de culture et de la géométrie des réacteurs.
Plusieurs techniques de production de gomme xanthane sont possibles:
./ sur milieux solides (Stredansky et coll., 1999),
./ en cultures discontinue (culture de type « batch ») et continue en milieux liquides,
./ par biosynthèse in vitro avec des enzymes ou des extraits cellulaires.
Mais, la production industrielle de gomme xanthane est essentiellement réalisée au
cours de culture de type « batch » dans des réacteurs allant jusqu'à plusieurs centaines de rrr',
pour des raisons de facilité de mise en œuvre et de maintien de la stérilité. Bien que les
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performances de production soient intéressantes, le procédé continu, et plus particulièrement
le procédé de type « chemostat », constitue plutôt un outil d'étude des conditions de cultures
et des performances cinétiques des souches. La production de xanthane en milieu solide, mis à
part au niveau du laboratoire (« screening » de souches par exemple) et la biosynthèse de
xanthane in vitro (comme cela peut être le cas pour la production de dextrane par la dextrane
sucrase) restent largement minoritaires.
4.1. Culture ((Batch »
Il s'agit du procédé mis en œuvre pour la production industrielle de xanthane et pour
la plupart des études de laboratoire. Cette technique est la plus aisée de mise en œuvre.
L'ensemble des nutriments nécessaires à la croissance et à la production de xanthane sont
fournis initialement. Toutes les concentrations varient librement et ne sont pas contrôlées. La
culture «batch » s'arrête lorsqu'un nutriment, généralement la source de carbone, est épuisé
(Lehmann, 1985). Rendement, productivité et durée de culture varient selon les conditions de
culture et la conception des réacteurs de production (taille et géométrie des réacteurs et des
modules d'agitation) (Tableau 1.3),_
Tableau 1.3: Performances de production de xanthane en cultures de type «batch ».
Titre en
xanthane
(gll)
16
30
16
18
26
25
28
27
30
34
29
32
Rendement en
xanthane
(glg)
0,71
0,67
0,34
0,36
0,52
0,56
0,62
0,67
0,59
0,68
0,58
0,65
Durée de
culture
(h)
50
120
50
90
90
100
55
70
69
61
62
48
Productivité
en xanthane
(g/l/h)
0,32
0,25
0,32
0,20
0,29
0,25
0,51
0,39
0,43
0,56
0,47
0,68
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Garcia-Ochoa et coll. (1995)
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Le xanthane synthétisé en culture «batch» est en réalité un mélange de différents
types moléculaires, fonction des variations apparaissant au cours des différentes phases de
croissance (Sutherland, 1993). Ces différences peuvent être accentuées par la nature de la
souche.
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4.2. Cultures continue et semi-continue
Le procédé continu n'est pas intéressant industriellement en raison, notamment, des
risques importants de contamination (Silman et Rogovin, 1970) et de la diminution des
performances hydrodynamiques de mélange des réacteurs, provoquée par l'augmentation de
la viscosité liée à la production de xanthane. Il s'agit donc, dans la quasi majorité des cas,
d'un outil d'étude. Ces cultures sont réalisées en culture de type «chemostat»: un seul
nutriment contrôle la croissance et le reste des composants est fourni en excès. Leurs
concentrations ne varient pas au cours de la culture. Le « chemostat » constitue un véritable
outil physiologique pour la compréhension des divers mécanismes mis en jeu au cours de la
production de xanthane en particulier.
En revanche, les cultures réalisées en semi-continu (procédés de type «Fed-batch » :
culture « batch » alimentée par un ou plusieurs nutriments) améliorent les rendements et les
productivités (Roseiro et coll., 1993 ; Rajeshwari et coll., 1995 ; Amanullah et coll., 1998a).
Mais, ni la faisabilité à l'échelle industrielle ni même à l'échelle pilote n'a été démontrée. En
effet, l'augmentation de la viscosité du milieu au cours de la culture peut provoquer des
problèmes de mélange à plus large échelle affectant les performances de production.
4.3. Effet des conditions de culture
4.3.1. Composition du milieu de culture
La littérature foisonne d'études nutritionnelles visant une optimisation de la
composition des milieux de culture. Ceci s'explique en partie, par les enjeux économiques. De
plus, la qualité, le poids moléculaire et les caractéristiques rhéologiques du polymère
dépendent non seulement de la souche (Sutherland, 1982) mais aussi, des sources de
nutriments utilisées (Kang et Pettit, 1993). La capacité d'adaptation de Xanthomonas sp à un
grand nombre de substrats, sans modifier ni le rendement et ni les caractéristiques du
polysaccharide produit, permet de répondre aux exigences économiques du marché
(Sutherland, 1993). Les premières études nutritionnelles, essentiellement basées sur
l'empirisme, ont été réalisées en culture de type « chemostat » (Davidson, 1978) et en culture
de type «batch» (Souw et Demain, 1979). Désormais, des méthodes statistiques mettant en
jeu la théorie des plans d'expérience, se développent pour déterminer la composition optimale
des milieux de culture (Roseiro et coll., 1992 ; Garcia-Ochoa et coll., 1992). Ces méthodes
constituent en fait, une « rationalisation de l'empirisme» puisqu'elles permettent de limiter le
nombre d'expériences, nécessaires à l'optimisation d'un milieu. Par contre, rares sont les
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démarches rationnelles basées sur l'exploitation des connaissances du métabolisme de
Xanthomonas sp.
4.3.1.1.Source carbonée
Xanthomonas sp est capable de se développer sur un grand nombre de substrats
carbonés. Cependant, le glucose, le saccharose, l'amidon et l'hydrolysât d'amidon sont les
principaux substrats utilisés pour la production industrielle de xanthane en raison non
seulement de leur prix d'achat, mais aussi des performances de production qu'ils permettent
d'atteindre. En particulier, ces substrats permettent d'obtenir des rendements de conversion
compris entre 60 et 70% du substrat consommé (Kang et Pettit, 1993).
4.3.1.2.Source azotée
Comme pour la plupart des polymères microbiens, le rapport Carbone/Azote (rapport
C/N) est décrit comme un paramètre critique pour la production de xanthane (Kang et Pettit,
1993). La limitation en azote en présence d'un excès de carbone (rapport C/N élevé) favorise
la synthèse de polysaccharide (Davidson, 1978 ; Souw et Demain, 1979). De la concentration
initiale en azote dépendent la concentration en biomasse et par conséquent, les vitesses de
production de xanthane (Moraine et Rogovin, 1973 ; Souw et Demain, 1979).
Ne présentant aucune auxotrophie, Xanthomonas sp se développe et produit du
xanthane sur des milieux essentiellement minéraux. Il peut s'agir, par exemple, d'un milieu
constitué d'ammonium (0,1-0,2%) et de sels, le glucose étant la source de carbone. De
nombreuses études sont réalisées en utilisant cette formulation.
La production de xanthane est observée sur des sources d'azote de nature diverse:
./ Les sources d'azote simples:
- inorganiques: sels d'ammonium ou de nitrate (Souw et Demain, 1979),
- organiques: acides aminés comme le L-glutamate (Souw et Demain, 1979).
./ Les sources complexes:
- extrait de levure (Lo et coll., 1997),
- « Corn Steep Liquor » (Molina et coll., 1993),
- « Petit lait» ou hydrolysât de caséine (Kawahara et Obata, 1998),
- peptone de viande ou de soja (Pinches et Pallent, 1986).
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Rendement en xanthane
4.3.1.3.Effet des autres constituants du milieu
L'ajout de certains acides organiques, tels que le'pyruvate et des acides du cycle de
Krebs (succinate, acide citrique et œ-cétoglutarate) au milieu de culture ont pour effet de
stimuler la production de xanthane. Mais, aucune étude ne permet d'expliquer ce phénomène.
Des concentrations excessives en acides organiques peuvent, cependant, inhiber sa production
(Souw et Demain, 1979; Peters et coll., 1990; Jana et Ghosh, 1997).
Les sels sont des éléments déterminants qui influencent la production de xanthane par
Xanthomonas sp (Souw et Demain, 1979; Garchia-Ochoa et coll., 1992). En particulier, la
limitation en certain de ces éléments (K+, poi) peut conduire à la diminution des rendements
de production (tableau 1.4).
Tableau 1.4: Effet de la limitation en un nutriment sur le rendement de production en
xanthane (Davidson, 1978).
Elément limitant
Glucose
NH/
sol
Mg2+
K+
poi-
0,54
0,60
0,53
0,55
0,42
0,31
4.3.2. Paramètres physiques
La croissance et la production de xanthane sont dépendantes de paramètres
environnementaux, tels que la température, le pH, et l'agitation. Ces paramètres viennent
s'ajouter aux effets liés à la composition du milieu de culture et sont associés à
l'augmentation de la concentration en gomme xanthane au cours des cultures. En effet,
l'augmentation de la concentration en xanthane s'accompagne de l'augmentation de la
viscosité du milieu. De plus, la gomme étant pseudoplastique, un gradient croissant de
viscosité apparente apparaît allant de l'extrémité des pâles d'agitation (où le cisaillement est
maximum) à la paroi du réacteur. Aussi, l'augmentation de la concentration en xanthane
provoque trois types de phénomène affectant les transferts de matière et de chaleur (Peters et
coll., 1989) :
,/ diminution du coefficient global de transfert gaz/liquide du réacteur (KLa),
,/ formation d'une barrière « slime » autour des cellules,
,/ apparition de zones «mortes» au sein du réacteur, induisant une hétérogénéité
environnementale.
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Ces phénomènes ont pour -ffet de diminuer les productivités en xanthane en fin de.
culture en particulier (Moraine et Rogovin, 1973; Herbst et coll., 1988). De plus, les
modifications rhéologiques du milieu entraînent des problèmes de mesure au niveau des
capteurs qui rendent difficile le contrôle de différents paramètres (pH, oxygène, température).
Aussi, de nombreux travaux portent sur l'amélioration des performances de transferts de
chaleur et de matière au cours de la production de xanthane. Dans cet objectif, différentes
solutions technologiques au niveau de la géométrie des pâles d'agitation et de la conception
des réacteurs sont proposées (Amanullah et coll., 1998b). Cependant, il est difficile
d'interpréter les différents résultats obtenus en raison de l'hétérogénéité du matériel mis en
œuvre. Il est, en effet, pratiquement impossible de dissocier les variables concernant les
transferts de chaleur et de matière de celles concernant l'agitation et la conception du réacteur.
4.3.3. L'oxygène
L'oxygène est une molécule peu soluble dans les liquides «10 mg 02/1 d'eau dans les
conditions normales de température et de pression) et est indispensable aux micro-organismes
aérobies pour la restauration de leur potentiel oxyde-réducteur. Satisfaire les besoins en
oxygène dissous est donc un paramètre critique pour la production de divers métabolites en
aérobie à l'échelle industrielle. Dans le cas particulier de la production de gomme xanthane,
l'élévation de la viscosité du milieu au cours de la culture affecte le transfert d'oxygène du
gaz vers le liquide. Par conséquent, l'oxygène peut devenir limitant en fin de culture, ce qui
peut se répercuter sur les vitesses de production ainsi que sur la qualité de la gomme xanthane
produite. A titre d'exemple, la limitation en oxygène modifie le poids moléculaire du
polymère (Herbst et coll., 1988). Ainsi, le maintien de conditions d'oxygénation favorables
pour la production de xanthane fait l'objet d'études approfondies (Peters et coll., 1988 ; Pons
et coll., 1989; Amanullah et coll., 1998c).
Ces travaux reposent généralement sur l'optimisation des paramètres associés à
l'agitation mécanique (vitesse d'agitation, nombre et type de pâles, distance entre les pâles,
etc.) dont les fonctions principales sont d'augmenter l'aire interfaciale gaz/liquide et d'assurer
l'homogénéisation du réacteur. Ces deux fonctions sont intimement liées et il est difficile de
savoir si les solutions technologiques proposées par les auteurs jouent sur l'efficacité du
transfert d'oxygène ou sur l'homogénéité du réacteur. Cependant, dans des conditions où
l'homogénéité du réacteur est assurée (à faible concentration en xanthane), une concentration
critique en oxygène dissous de 6% de la saturation de l'air (à 28°C et à pression
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atmosphérique) a été déterminée en phase stationnaire de production. Au dessous de cette.
concentration critique, la vitesse de production de xanthane diminue (Moraine et Rogovin,
1973 ; Amanullah et coll., 1998c). Par contre, à concentration en oxygène dissous a priori
non limitante (supérieure à 20% de la saturation de l'air) et à concentration en xanthane
importante (>20g/I), l'augmentation du cisaillement (par augmentation de la vitesse
d'agitation) améliore les performances de production de xanthane. Ceci s'expliquerait par
l'amélioration de l'homogénéité du réacteur (élimination de «zones mortes ») et la
diminution de la couche de polymère autour de la cellule de type «slime », facilitant le
passage des nutriments nécessaires à la cellule.
Une méthode alternative originale, de façon à pallier une limitation en oxygène
dissous, consisterait à additionner au milieu de culture du peroxyde d'hydrogène (H202)
(Sriram et coll., 1998). En effet, l'H202 peut être transformé, à l'intérieur de la cellule, en
oxygène et en eau par l'intermédiaire de la catalase (Sriram et Sureshkumar, 2000). Dans ces
conditions, l'oxygène produit est directement accessible à la cellule sans problème de
transfert. La catalase est présente naturellement dans de nombreux micro-organismes
aérobies. Son rôle est d'éliminer de la cellule l'H202 généré au cours du métabolisme.
Cependant, cette molécule est toxique pour la cellule même à faible concentration, si bien
qu'une addition, même contrôlée, de H202 apparaît peu envisageable à l'échelle industrielle.
4.4. Modélisation
La production de gomme xanthane est influencée par plusieurs facteurs: composition
du milieu de culture en sources carbonées, azotées et en sels minéraux, mais aussi paramètres
physiques tels que transfert d'oxygène et homogénéisation du milieu de culture par exemple.
L'amélioration des performances du procédé de production de xanthane nécessite donc une
optimisation de ces différents facteurs. Cette optimisation peut être réalisée par une démarche
empirique, longue et coûteuse, qui consisterait à quantifier l'effet de différentes conditions sur
la production de xanthane. Elle peut être aussi obtenue par une démarche rationnelle basée sur
le développement de techniques de modélisation. Les modèles peuvent être de différents
types. Cependant, les modèles de type « non-structurés » sont généralement'utilisés lorsque
l'optimisation des conditions de culture est visée pour l'amélioration de la production d'un
métabolite. L'optimisation de la production de xanthane n'échappe pas à cette règle. Ce type
de modèle, dit «boîte noire », est basé sur l'observation des cinétiques macroscopiques au
sein du réacteur. Les différents états physiologiques des cellules sont globalisés sous le terme
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de biomasse totale (Pirt, 1988) et les changements de composition de la biomasse sont
totalement ignorés. Ces modèles sont les plus simples pour modéliser les systèmes microbiens
et ils sont bien adaptés à un contexte d'étude technologique. Ils sont donc capables de décrire
l'évolution de la concentration en biomasse, en produits, et en substrats, en fonction de
diverses contraintes environnementales: consommation d'azote ou d'autres substrats (Garcia-
Ochoa et coll., 1995), vitesse d'agitation (Serrano-Carreon et coll., 1998), concentration en
oxygène dissous (Garcia-Ochoa et coll., 1995 ; Amanullah et coll., 1998c).
D'une manière générale, la culture de Xanthomonas sp en culture «batch» est décrite
par un modèle logistique pour la croissance (équation 1) et par le modèle de Luedeking-Piret
pour la production de xanthane et la consommation du substrat (équations respectivement 2 et
3) (Serrano-Carreon et coll., 1998).
dCx/dt = JlmaxCx(I-Cx/Cxmax)
dP/dt = mdCx/dt + À.Cx
dS/dt = -adCx/dt - ~Cx
Cx : concentration en biomasse
Cxmax : concentration maximale en biomasse
P : concentration en produit
S : concentration en substrat
équation (1)
équation (2)
équation (3)
Jl : taux de croissance
umax : taux de croissance maximal
t: temps de culture
m, a, ~ et À. : constantes des équations 2 et 3
L'intégration de l'équation 1 conduit à une variation sigmoïdale de la concentration en
biomasse en fonction du temps, ce qui représente de manière empirique, la phase
exponentielle suivie d'une phase de ralentissement de la croissance. Cette équation est donc
capable de décrire les cinétiques associées à la production de polysaccharide (Weiss et Ollis,
1980; Pinches et Pallent, 1986).
Les équations 2 et 3, modifiées par Pons et ses collaborateurs (1989), ont aussi été
appliquées par d'autres auteurs à la production de xanthane (Weiss et OHis, 1980; Margaritis
et Pace, 1985; Shu et Yang, 1990). Ce modèle indique que la vitesse de formation est
proportionnelle au taux de croissance (production associée à la croissance) et à la
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concentration instantanée en biomasse (production non associée à la croissance). Les.
paramètres de production et de consommation non associés à la croissance, respectivement À
et ~, peuvent être facilement évalués à partir des données obtenues au cours de la phase
stationnaire (lorsque dOc/dt = 0).
Les différents paramètres peuvent aussi être déterminés par identification
paramétrique grâce à des séries d'évaluation. Dans ce cas, les paramètres étant dépendants des
souches mais aussi des conditions de culture, leur estimation est effectuée à partir de données
expérimentales obtenues dans des conditions particulières. Ces conditions expérimentales
définissent alors un domaine de validité des paramètres. D'une manière générale, les modèles
présentés dans la littérature permettent de décrire et de prédire correctement les cultures de X
campestris en terme de production de biomasse et de xanthane, et de consommation de
substrat, dans les conditions définies par les auteurs.
Dans des conditions particulières de production, i.e. en condition de pH non régulé, la
production de xanthane n'est associée qu'à la phase de croissance (Garcia-Ochoa et coll.,
1990). Mais, d'une manière générale, les paramètres m et À, estimés à partir de la
modélisation de cultures de X campestris, indiquent que la production de xanthane est
principalement associée à la phase de ralentissement de la croissance (Weiss et OHis, 1980;
Pinches et Pallent, 1986; Serrano-Carreon et coll., 1998). Ce résultat permet de confirmer que
la production de xanthane a lieu pendant la phase de croissance cellulaire exponentielle,
favorisée par un faible ratio CIN, mais surtout pendant la phase stationnaire, indépendamment
de la croissance cellulaire (Moraine et Rogovin, 1966). Ainsi, la quantité de xanthane produit
dépend de la concentration en cellules en fin de phase de croissance. Une longue transition
graduelle entre la phase exponentielle de croissance et la phase stationnaire est suggérée pour
décrire la biosynthèse de gomme xanthane (Stouthamer, 1979; Sutherland, 1993). Ce type de
comportement est désormais largement admis.
La modélisation « non-structurée» reste pertinente pour la description
phénoménologique de la production de xanthane. Cependant, l'extrapolation du modèle à des
conditions éloignées de celles définies par le domaine de validité, ne reflètera pas la réalité, ce
qui constitue la principale limitation à l'utilisation de ce type de modélisation (Roels, 1983).
De plus, la compréhension des contraintes métaboliques associées à la production de xanthane
et à la consommation du substrat au sein du micro-organisme ne peut pas être obtenue par ce
type de modèle « boîte noire »,
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CHAPITRe Il : MATeRieLS et MeTHODes
1. SOUCHE ET MILIEUX DE CULTURE
'Le micro-organisme utilisé est une souche deXanthomonas campestris ATee 13951.
Des cellules récoltées en phase exponentielle de croissance ont été conservées dans
20% (v/v) de glycérolet stockées à -80°C dans des cryo-tubes.
10 g/l
5,0 g/l
3,0 g/l
3,0 g/l
Peptone de soja L44 (Oxoïd)
Extrait de levure L21 (Oxoïd)
Extrait de malt L39 (Oxoïd)
Eau osmosée
Quatre milieux de culture liquides et un milieu de culture solide ont été mis en œuvre:
1) un milieu pré-inoculum
Saccharose
Le pH du milieu est ajusté à 7,0 par du H2S04, puis le milieu est stérilisé 20 minutes à 121°C.
8,0 g/l
1,875 g/l
1,0 g/l
3,0 g/l
0,25 g/l
2) Un milieu inoculum
Substrat carboné
Farine de soja
N1f4N0 3
Na2HP04
MgS04,7H20
Eauosmosée
Le pH du milieu est ajusté à 6,5 par du H2S04, puis le milieu est stérilisé 20 minutes à 121°C.
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3) Un milieu de production semi-minéral
Substrat carboné 42,0 'g/l
Soja (Soluble; 0,7% de N) 15,87 g/l (fourni par RHODIA)
~N03 1,125 g/l
~)2HP04 0,217 g/l
MgS04,7H20 0,25 g/l
Antimousse 0,2 g/l
Eauosmosée
5,0 g/l
0,2 g/l
18 mg/l
12 mg/l
2,4 mg/l
ô mg/l
2,0 g/l
0,2 g/l
42,0 g/l
0,055%~ClouN03Na
K2HP04
MgS04,7H20
CaCh,2H20
ZnS04
FeCh,6H20
H3B03
Acide Citrique
Antimousse
Eau osmosée
Le taux d'azote avant inoculation est de 0,055% (g/g) dont 80% (g/g) en azote minéral
~N03 et ~hHP04) et 20% (g/g) en azote organique. Le pH est ajusté à 6,0 par ajout de
H2S04 avant stérilisation 20 minutes à 121°C.
La solution concentrée de substrat carboné (saccharose, glucose, maltose, hydrolysât
d'amidon) est préparée séparément du reste du milieu. Le pH de cette solution est ajusté entre
5 et 5,5 par du H2S04, puis elle est stérilisée à l'autoclave 20 minutes à 121°C.
4) Un milieu de production défini
Substrat carboné
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5) Milieu de culture solide
Ce milieu de culture solide est utilisé pour le comptage des colonies et la détection de
contaminants. Il s'agit du milieu PCA (Plate Count Agar) :
Extrait de levure 2,5 g/l
Tryptone 5,0 g/l
Glucose 1,0 g/l
Agar 15 g/l
Eau osmosée
Le milieu est stérilisé à l'autoclave 20 minutes à 121°C. Les boîtes de Petri qui contiennent
20 ml de ce milieu, sont séchées sous la hotte à flux laminaire puis stockées à 4°C.
2. CONDITIONS DE CULTURE
2.1. Préculture
Les précultures sont préparées à partir de la souche congelée en cryotube. Une fiole
Erlenmeyer de 500 ml contenant 100 ml de milieu pré-inoculum stérile est ensemencée à
1,5% (v/v) (1,5 ml par Erlenmeyer). Les fioles sont incubées pendant 24 heures à 28°C sous
agitation à 150 rpm dans un incubateur rotatif.
2.2. Culture inoculum
Les cultures inoculum sont réalisées en fiole d'Erlenmeyer de 500 ml contenant 100
ml du milieu inoculum stérile, contenant la source de carbone mise en œuvre dans le milieu
de production. Les fioles sont incubées pendant 24 heures à 28°C sous agitation (150 rpm)
dans un incubateur rotatif après ensemencement à 0,2% (v/v) à partir de la préculture (0,2 ml
par Erlenmeyer).
2.3. Production en réacteur de 20 litres
La culture est réalisée dans un réacteur BIOLAFITTE d'une capacité de 20 litres,
équipé de modules de mesure et régulation du pH, de l'oxygène dissous et de la température.
L'agitation est assurée par des pâles de géométrie similaire à celle des réacteurs de l'usine
RHODIA et l'air stérile pénètre à la base du réacteur.
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Le réacteur est stérilisé une première fois à vide (121°C pendant 30 minutes), puis une
seconde fois en présence. du milieu de culture de production, exempt de la source de carbone,
par injection de vapeur (121"C pendant 30 minutes).
Les constituants du milieu sont dilués dans 8 litres d'eau osmosée, la condensation de
la vapeur pendant le cycle de stérilisation, l'ajout de la solution du substrat carboné et
éventuellement d'eau osmosée stérile permettent ensuite de compléter le milieu à 15 litres.
Le milieu est ensemencé stérilement par deux Erlenmeyers et demi (250 ml) de culture
inoculum, soit un taux d'ensemencement de 1,67% (v/v).
La température de la culture est régulée à 28°C, la pression partielle en oxygène
dissous est maintenue pendant la durée de la culture au-dessus de 20% (g/g) de la saturation
par modification du débit d'air entrant et/ou de la vitesse d'agitation, et le pH est régulé par
une solution de NaOH 2M à 6,6 en début de culture puis à 6,9 pendant le reste de la culture.
2.4. Production en réacteur de 2 litres
La culture est réalisée dans un réacteur SETRIC équipé de modules de mesure et de
régulation du pH, de l'oxygène dissous et de la température. L'homogénéisation du réacteur
est obtenue à l'aide d'une agitation magnétique et l'air stérile pénètre à sa base.
Le réacteur est stérilisé à l'autoclave en présence du milieu de culture minéral, exempt
de la source de carbone, de phosphates, d'acide citrique et d'oligo-éléments. Ces constituants
sont stérilisés à part du reste du milieu et ajoutés stérilement au moment de la culture. La
solution de saccharose est préparée comme décrit précédemment au paragraphe 1.
Le milieu est ensemencé stérilement à partir de cellules provenant d'une culture
inoculum. Les cellules sont préalablement séparées des constituants riches du milieu inoculum
par centrifugation stérile, puis elles sont mises en solution dans du KCI 0,2% (g/g) avant
d'être ensemencées dans les réacteurs. Le taux d'ensemencement est de 1,67% (v/v).
La température de la culture est régulée à 28°C, la pression partielle en oxygène
dissous est maintenue pendant la durée de la culture au-dessus de 20% (g/g) de la saturation
par modification du débit d'air entrant et/ou de la vitesse d'agitation et le pH est régulé par
une solution de NaOH 2M à 6,6 en début de culture puis à 6,9 pendant le reste de la culture.
La culture s'arrête lorsque l'agitation n'est pas suffisante pour assurer l'homogénéité du
réacteur.
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3.1. Détermination de la concentration en biomasse et en xanthane
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3.1.1. Mesure turbidimétrique
La densité cellulaire des prélèvements issus des cultures est estimée par mesure de
l'absorbance à 600 nm, à l'aide d'un spectrophotomètre HITACHI modèle U-1100 (Hitachi
Ltd.), dans des cuves de 1 cm de trajet optique. Des dilutions éventuelles sont nécessaires
pour rester dans la gamme de validité d'une corrélation linéaire avec la concentration
massique en biomasse soit 0-0,9 U DO.
3.1.2. Dénombrements sur boÎte de Petri
Un prélèvement stérile de la culture (1 à 2 ml) est effectué et est immédiatement placé
dans de la glace pour limiter la croissance de la souche dans l'échantillon.
Une gamme de dilutions est alors réalisée à partir du prélèvement stérile dans des
tubes à essais stériles contenant du KCI 0,2% (g!g). La première dilution est réalisée en
diluant 1 ml d'échantillon dans 9 ml de KCI à l'aide d'une pipette en verre stérile. Après
homogénéisation, 1 ml de cette dilution (dilution 10-1) est versé dans un nouveau tube stérile
contenant 9 ml de KCI 0,2% (g/g). La gamme de dilution est ainsi obtenue en poursuivant de
la même manière.
La méthode de dénombrement utilisée est dite «des micro-gouttes », car 5 gouttes de
20 J..lI sont déposées par dilution sur une seule boîte de Petri (Fung et Kraft, 1968).
Finalement, cette méthode permet d'obtenir 5 valeurs de dénombrement par dilution en
limitant le nombre de boîtes. Par contre, le nombre de colonies est significatif s'il y a entre 5
et 30 colonies par micro-goutte. Aussi, les colonies doivent être suffisamment petites et les
dilutions, dans l'eau physiologique, bien choisies.
Après incubation à 28°C, les boîtes qui contiennent entre 5 et 30 colonies par micro-
goutte sont sélectionnées. Le nombre d'ufc/ml est obtenu en calculant la moyenne du nombre
de colonies par micro-goutte des boîtes sélectionnées.
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3.1.3. Mesure gravimétrique
Les concentrations massiques en biomasse et ·en xanthane sont déterminées en
parallèle par des méthodes gravimétriques. Cette méthode nécessite la séparation préalable
des cellules et du xanthane par centrifugation. Or, lorsque la viscosité du milieu augmente, la
centrifugation devient peu performante pour la séparation cellules/xanthane. Aussi, en diluant
l'échantillon par du KCl 1% (g/g), la viscosité diminue ce qui permet alors une meilleure
séparation.
Le prélèvement est pesé à la balance de précision dans des pots à centrifuger de 50 ml.
En fonction de l'avancement de la culture et de l'augmentation de la viscosité, une dilution
est réalisée par du KCl 1% (g/g). Les échantillons sont ensuite centrifugés à 36000 g à 4°C
pendant 30 minutes.
Après centrifugation, le surnageant est conservé pour l'extraction du xanthane
(Paragraphe 4.1). Chaque culot cellulaire est repris dans 10 ml de KCl 0,2% (g/g). Les
cellules sont collectées dans un unique pot à centrifuger. Une deuxième centrifugation est
réalisée à 11000 g à 4°C pendant 15 minutes. Après centrifugation, le surnageant est éliminé
et le culot cellulaire est repris dans 10 ml d'eau distillée. Sur une membrane de porosité 0,2
um, préalablement séchée à l'étuve sous vide (200 mm Hg, à 60°C) pendant 24 heures et
pesée à la balance de précision, entre 5 et 15 ml de la suspension cellulaire ainsi obtenue sont
filtrés sur cette membrane. La membrane est ensuite séchée dans les mêmes conditions puis
pesée. La concentration de biomasse contenue dans le volume de la suspension cellulaire
déposé est déterminée par différence et exprimée en g/l de culture.
Pour l'analyse élémentaire de la biomasse, le reste de la suspension cellulaire est
réparti dans des tubes Eppendorf et est ensuite centrifugé pendant 10 minutes à la
centrifugeuse de paillasse à 12000 g. Une fois le surnageant éliminé, le culot est séché à
l'étuve sous vide (200 mm Hg, à 60°C) pendant 24 heures et conservé à l'abri de l'humidité.
L'analyse élémentaire de la biomasse est effectué par le Service Inter-universitaire de
microanalyse de l'Ecole Nationale Supérieure de Chimie de Toulouse (ENSC-Toulouse).
3.1.4. Dosage des protéines intracellulaires
La teneur en protéines intracellulaires est estimée par la méthode de Lowry et coll.
(1951). Les extraits protéiques alcalins sont préparés dans un tube à hémolyse, à partir d'une
membrane ayant servie à la détermination de la concentration en biomasse par gravimétrie.
Cette membrane est immergée dans 5 ml de NaOH lM. L'extraction est réalisée sous
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agitation à 37°C pendant 12 heures. Les dilutions de l'extrait protéique sont ensuite réalisées
dans la soude lM.
Les solutions étalons doivent être préparées dans les mêmes conditions que les
échantillons et notamment à « iso-concentration» en soude. Une solution mère de protéine est
réalisée en mélangeant 0,2 g de BSA à 1 litre d'eau osmosée, les solutions étalons sont
préparées de 0,01 g/l à 0,1 g/l de BSA à partir de la solution mère par dilution dans de la
soude 2 M et de l'eau osmosée pour que la concentration en soude dans chaque solution
étalon soit de lM.
Solutions de dosage
A: 2 g Na2C03 + 0,024 g Tartrate de Na dans 100 ml H20 distillée
B : 1 g CUS04, 5H20 dans 100 ml H20d
_C : 50 ml de A + 1 ml de B
D: Réactif de Folin-Ciocaltieu dilué 1:1 à l'eau osmosée
Dans un tube à hémolyse, 250 ul de la solution à doser et 750 ul d'eau osmosée sont
mélangés avec 3 ml de la solution C, puis le tube est agité vigoureusement et laissé 10
minutes à l'obscurité, 0,3 ml de réactif de Folin-Ciocaltieu dilué sont ajoutés, le tube est agité
vigoureusement et laissé 30 minutes à l'obscurité. L'absorbance est mesurée à 750 nm. La
courbe de calibration est une fonction hyperbolique: conc.= bA75o(l-aA750r1.
3.2. Dosage des substrats et produits
3.2.1. Détermination de la concentration en xanthane
Environ 5 g du surnageant obtenu après séparation des cellules par centrifugation
(Paragraphe 3.1.3) contenant le xanthane, sont pesés exactement à la balance de précision
dans un Becher de 100 ml. Le xanthane est alors précipité sous agitation vigoureuse par
l'addition dans un rapport 20/80 (v/v) d'isopropanol (Rectapur 99% (g/v)), soit environ 20 ml
pour 5 ml de surnageant. Le xanthane précipité est filtré sur une membrane 0,2 um de
porosité, préalablement séchée à l'étuve sous vide (200 mm Hg, à 60°C) pendant 24 heures et
pesée à la balance de précision. La membrane contenant le xanthane précipité est séchée et
pesée dans les mêmes conditions, et la concentration en xanthane contenue dans la masse de
prélèvement est déterminée par différence et exprimée en g/l de culture, en considérant que la
densité du moût de culture est égale à 1.
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Par ailleurs, en fin de culture, une quantité connue de moût de culture (environ 300 g)
est précipitée par 1,8 litres d'isopropanol. Après deux rinçages par 300 ml d'isopropanol, le
précipité est séché à 100°C pendant deux heures et la matière sèche totale est ainsi
déterminée.
3.2.2. Détermination de la composition en acétate et pyruvate du
xanthane
La détermination de la composition du xanthane en acétate et en pyruvate, mais aussi
en glucose, mannose et acide glucuronique nécessite une hydrolyse préalable. Celle-ci est
réalisée dans de l'acide chlorhydrique à chaud. Les produits de l'hydrolyse sont ensuite
analysés par chromatographie liquide haute performance (CLHP). Les échantillons analysés à
différents stades de la culture proviennent de fibres de xanthane préalablement séparées de la
biomasse par centrifugation.
Les conditions d'hydrolyse sont les suivantes:
Concentration en xanthane : 50 mg/10 ml
Concentration en HCI : 1 N
Température d'hydrolyse: 110°C
Temps d'hydrolyse: 1 heure
La méthode d'analyse à la CLHP est décrite ci-dessous:
Colonne: Colonne H+ Biorad Aminex HPX 87H
Eluant : H2S04 5 mM
Débit: 0,5 ml/min
Température: 48°C
Détecteurs: Double détection, détecteur UV Â = 210 nm et réfractomètre.
L'appareil utilisé est un chromatographe HEWLETT PACKARD séries 1050 composé
d'une unité de dégazage de l'éluant en ligne, d'une pompe, d'un passeur automatique
d'échantillons et d'un détecteur UV. Il est aussi relié à un réfractomètre HEWLETT
PACKARD séries 1070. Le système est piloté par un ordinateur qui réalise aussi l'acquisition
et le traitement du signal. Le volume d'injection est de 20,..11
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3.2.3. Dosage des sucres et acides organiques
Ces dosages sont réalisés par chromatographie liquide haute performance (CLHP).
L'appareil utilisé est celui décrit au paragraphe 4.2.
Environ 5 g de prélèvement sont pesés exactement à la balance de précision dans une
fiole jaugée de 25 ml. Environ 70 mg d'étalon interne (propanediol-l,2) pesés exactement,
sont alors ajoutés dans la fiole et le volume est ajusté à 25 ml par de l'isopropanol (Rectapur
99% (g/g)). Après une agitation vigoureuse, le précipité de xanthane et de cellules est séparé
de la solution d'isopropanol par filtration et le filtrat est récupéré pour analyse et stocké dans
des fioles CLHP à -20°C au congélateur. Une gamme étalon, de 1°g/l à 0,1 g/l en chaque
composé, est réalisée dans les mêmes conditions de préparation des échantillons. L'échelle
d'erreur calculée pour l'analyse à partir du dosage de l'étalon interne est de l'ordre de 1%.
Deux méthodes sont mises en œuvre : la première permet de séparer et donc de doser
le saccharose, le glucose, le fructose et différents acides organiques comme le lactate et
l'acétate par exemple, la seconde, beaucoup plus rapide permet de doser le saccharose et les
hexoses. Cependant, par cette seconde méthode, il est impossible de différencier le glucose du
fructose. Quelle que soit la méthode, le volume injecté est de 20 ul,
1) Première méthode
Colonne: Colonne H+Biorad Aminex HPX 87H
Eluant : H2S04 8,5 mM
Débit: 0,5 ml/min
Température: ambiante (environ 22°C)
Détecteurs: Double détection, détecteur UV Â = 21°nm et réfractomètre
2) Seconde méthode
Colonne: colonne Nuc1eosyI100-5CI8 (Macherey NAGEL)
Eluant: H20
Débit: 0,8 ml/min
Température: ambiante (environ 22°C)
Détecteurs: Double détection, détecteur UV Â = 21°nm et réfractomètre
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3.2.4. Dosage des nitrates et nitrites
Ce dosage est réalisé par chromatographie liquide haute performance (CLHP). Il
permet le dosage des nitrates mais aussi des nitrites. Les échantillons sont préparés selon le
protocole décrit au paragraphe 4.3. et analysés avec le même appareil CLHP qu'au
paragraphe 4.2. La méthode de dosage est la suivante:
Colonne: colonne Nucleosyl lûû-Sflo, (Macherey NAGEL)
Eluant: Octylamine O,OIM ajusté à pH 4 par H3P04
Débit: 0,7 ml/min
Température: ambiante
Détecteurs: Détecteur UV Â =210 nm
Une gamme étalon, de 0,5 mg/l à 0,01 mg/l en chaque composé, est réalisée dans les mêmes
conditions de préparation des échantillons.
3.2.5. Détermination de l'azote ammoniacal résiduel
La concentration en ion ammonium dans le surnageant est quantifiée à l'aide d'une
électrode à ammonium ORION 95-12 associée à un voltmètre. Après centrifugation de
l'échantillon (36000g pendant 30 minutes à 4°C), 5 ml du surnageant est additionné de 200 III
d'une solution de NaOH dans du méthanol avec la thymolphtaléïne comme indicateur de pH
(solution fournie par le fabricant). La mesure de NH3 gazeux dégagé est effectué après
calibrage de l'électrode à partir de dilutions successives d'une solution de lM de NH4Cl.
3.2.6. Dosage du phosphate
Le dosage du phosphate est fait selon la norme française (NF/T 90-023 ; lO. 1978-05)
pour le dosage des orthophosphates. Il s'agit de la méthode à l'acide ascorbique. La gamme
d'étalonnage est réalisée entre 0 et 5 mg pol-Il à partir de KH2P04 séché à l'étuve.
Solutions:
- Acide sulfurique environ 5 N,
- Tartrate de potassium et d'antimoine 8,4 mM,
- Paramolybdate d'ammonium 32,3 mM,
- Acide ascorbique 18 g/l préparé au dernier moment en raison de son instabilité.
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Un réactif combiné est préparé en mélangeant 50 ml H2S04 + 5 ml de la solution de
tartrate + 15 ml de la solution de paramolybdate. Cette solution doit être stockée à -4°C. 4 ml
de l'échantillon dilué préalablement dans de l'eau osmosée pour se situer dans la gamme
étalon (au 1I50ème en début de culture et au 1I15ème en fin de culture) est versé dans un tube à
hémolyse. Puis, 0,2 ml de la solution d'acide ascorbique est ajouté. Après agitation
vigoureuse, on ajoute 0,8 ml de réactif combiné et on attend 30 minutes que la coloration
bleue se développe. Après mélange, l'absorbance est lue à Â,=710 nm au spectrophomètre.
4. ANALYSE DE GAZ DE SORTIE DU REACTEUR
La composition des gaz de sortie du réacteur est déterminée par chromatographie en
phase gazeuse (CPG). L'appareil utilisé est un chromatographe CHROMPACK, équipé de
deux colonnes capillaires. La première garnie de PORAPLOT Q 80-100 mesh (longueur 25
m, diamètre interne 0,53 mm) sépare le CO2 des autres constituants et la seconde, garnie de
tamis moléculaire 5A (longueur 25 m, diamètre 0,53 mm) sépare l'azote et l'oxygène. Le
débit de gaz vecteur (hydrogène) est de 10,5 ml/min (pression entrée 115 KPa). Les
températures de l'injecteur, du four et du détecteur sont respectivement de 50, 40 et 270°C.
Le détecteur est un catharomètre dans lequel passe un courant de 20 mA. Le signal délivré est
traité par un intégrateur HEWLETT-PACKARD 3396A. Le débit de gaz à la sortie du
fermenteur est mesuré à l'aide d'un compteur volumétrique SCHLUMBERGERFLONIC
GALLUS 2000.
5. DOSAGE DES ACTIVITES ENZYMATIQUES
D'une manière générale, les dosages décrits proviennent de méthodes publiées, mais le
pH optimal de chaque enzyme de Xanthomonas campestris a été évalué. Dans la plupart des
cas, il se situe autour de pH 7,8-8,0. Le pH des tampons de dosage a donc été normalisé à 8,0
chaque fois que cela a été possible.
5.1. Préparation des extraits cellulaires
Le protocole décrit permet d'obtenir un extrait protéique brut contenant les fractions
intracellulaire et membranaire des bactéries.
Un volume de suspension cellulaire choisi pour récupérer 40 à 100 mg de cellules
(matière sèche) est prélevé puis centrifugé comme décrit au paragraphe 3.1.3. (30 minutes à
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30000 g et à 4°C). Les cellules sont ensuite lavées deux fois (volume à volume) dans du
tampon Tris-Hel 100 mM, pH 7,5 et resuspendues dans 10 ml du tampon de cassage
comprenant:
Tampon tris (400 mM) tricarballylate (15 mM), pH 7,8 30 ml
Glycérol 10 ml
MgCh (50 mM) 4 ml
La présence de glycérol et de MgCh permet de maintenir une relative stabilité des
enzymes, notamment lors du cassage aux ultrasons.
La suspension cellulaire est ensuite désintégrée à O°C à l'aide d'un sonicateur haute
intensité Bioblock MSON06 (Illkirch, France). 6 cycles de cassage de 30 secondes à 20% de
la puissance maximale, séparés par une minute et 30 secondes de repos pour le
refroidissement de la sonde et de la suspension, sont nécessaires pour obtenir une
concentration maximale en protéines sans dénaturer les enzymes dosées. Les débris
cellulaires sont ensuite éliminés par centrifugation à 10000 g pendant 15 minutes, toujours à
4"C. Les extraits sont utilisés immédiatement pour la purification partielle d'enzymes et le
dosage des activités enzymatiques et des protéines.
5.2. Mesure des activités spécifiques
1) Activité de l'enzyme malique
Cet enzyme catalyse la réaction:
Malate + NADP+ + pyruvate + COz+ NADPH,H+
L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADPH,H+ (E340 = 6223 M-1.cm-I) .
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Gourdon, 1999) :
Tampon KzHPOJKHZP04 pH 7,8 100 mM
MgCh 5mM
NADP+ 0,6 mM
Malate (neutralisé) 40 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du malate. La quantité d'extrait est déterminée de façon
à rester dans la zone de linéarité (0< 8DO/8t< 0,5 AU/min).
Chapitre Il : Matériels et méthodes
2) Activité glycéraldéhyde-3-Phosphate déshydrogénase (GAPdH)
Cet enzyme catalyse la réaction :
Glycéraldéhyde-3P + NAD++ Pi -+ 1,3-diphosphoglycérate + NADH,H+
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L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADH,H+ (8340 = 6223 M-1.cm- I ) .
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Crow et Wittenberg, 1979) :
Tampon Triéthanolamine pH 7,8
Tampon K2HPOJKH2P04 pH 7,8
NAD+
Cystéine HCI
Arsénate de Na
GAP
100 mM
20 mM
ImM
5mM
5mM
4mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du glycéradéhyde-3P (GAP). La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< L\DO/L\t< 0,5 AU/min).
3) Activité pyruvate kinase (PYK)
Cet enzymecatalyse la réaction:
Phosphoénol pyruvate + GDP/ADP -+ Pyruvate + GTP/ATP
Cette réaction est couplée à la réaction suivante catalysée par la lactate déshydrogénase
(LDH)
pyruvate + NADH,H+ -+ Lactate + NAD+
L'activité enzymatique est estimée par la consommation de NADH,H+ (8340 = 6223 M-1.cm- I ) .
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Cocaign-Bousquet et Lindley, 1995) :
Tampon Tris HCI pH 7,8 100 mM
MnS04 5mM
KCI 10mM
GDP/ADP 3mM
NADH,H+ 0,3 mM
LDH lOU
PEP 2mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du phosphoénolpyruvate (PEP). La quantité d'extrait
est déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< L\DO/L\t< 0,5 AU/min).
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4) Activités glucokinase et fructokinase
Ces enzymes catalysent les réactions :
Glucose (Fructose) + ATP -+ Glucose-6-phosphate (Fructose-6-phosphate) + ADP
Cette réaction est couplée aux réactions suivantes catalysées respectivement par la
phosphoglucose isomérase (PGI) et la glucose-6P déshydrogénase (G6PdH) :
Fructose-ô-Phosphate~ Glucose-6-Phosphate
Glucose-6-Phosphate + NADP+ -+ 6 Phosphogluconate + NADPH,H+
L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADPH,H+ (6340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Dominguez, 1994) :
Tampon Tris HC1, pH 7,8 100 mM
MgC}z 10 mM
NADP+ 0,6 mM
ATP 5mM
G6PDH 1 U
PGI 2U
Glucose ou Fructose 10 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du fructose. La quantité d'extrait est déterminée de
façon à rester dans la zone de linéarité (0< ôDO/ôt< 0,5 AU/min).
5) Activité fructose-l,6-diphosphatase
Cet enzyme catalyse la réaction :
Fructose-1,6-diphosphate + H20 -+ Fructose-6-Phosphate + Pi
Cette réaction est couplée aux réactions suivantes catalysées respectivement par la
phosphoglucose isomérase (PGI) et la glucose-6P déshydrogénase (G6PdH) :
Fructose-6-Phosphate -+ Glucose-ô-Phosphate
Glucose-ô-Phosphate + NADP+ -+ 6 Phosphogluconate + NADPH,H+
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L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADPH,H+ (S340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Conrad and Schlegel, 1977) :
Tampon Tris HCI, pH 7,8 40 mM
EDTA 10mM
MgCh 5mM
NADP+ 0,6 mM
PGI lOU
G6PdH 10U
Fructose-1,6-diphosphate lOmM
La réaction est déclenchée par l'ajout du fructose-1,6-diphosphate. La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< i1DO/i1t< 0,5 AU/min).
6) Activité fructose-l,6-diphosphate aldolase
Cet enzyme catalyse la réaction :
Fructose-1,6-diphosphate 0+ GAP + DHAP
Cette réaction est couplée aux réactions suivantes catalysées respectivement par la Triose
phosphate isomérase (TPI) et la glycérol phosphate déshydrogénase (GlyPdH) :
GAP~DHAP
2 DRAP + 2 NADH,H+ 0+ 2 Glycérol P + 2NAD+
L'activité enzymatique est estimée par la formation de NAD+ (S340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Conrad and Schlegel, 1977) :
Tampon Triéthanolamine pH 7,8 100 mM
NADH,H+ 0,3 mM
GlyPdH 2 U
Triose isomérase 5,5 U
Fructose-Lô-diphosphate 10 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du fructose-1,6-diphosphate. La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< i1DO/i1t< 0,5 AU/min).
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7) Activité glucose-6-phosphate déshydrogénase (G6PdH)
Cet enzyme catalyse la réaction :
Glucose-6-P + NAD(P)H,H+ + 6-phosphogluconate + NAD(Pt
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L'activité enzymatique est estimée par la formation de NAD(Pt (8340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Sugimoto et Shiio, 1987) :
Tampon Tris HCI, pH 7,8 100 mM
MgCh 10 mM
NADP+ 0,6 mM
Glucose-6-phosphate 2 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du glucose-6-phosphate. La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< ~DO/~t< 0,5 AU/min).
8) Activité phosphoglucose isomérase (PGI)
Cet enzyme catalyse la réaction :
Glucose-ô-P ++- Fructose-6-P
-/ Cette réaction peut être dosée dans le sens fructose-6-P vers glucose-6-P. Dans ce cas, cette
réaction est couplée à la réaction suivante catalysée par la G6PdH :
Glucose-6-P +NADPH,H+ + 6-phosphogluconate +NADP+
L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADP+ (8340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Conrad and Schlegel, 1977) :
Tampon Tris HCI, pH 7,8 100 mM
MgCh 5mM
NADP+ 0,6 mM
G6PdH 1 U
Fructose-6-phosphate 10 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du fructose-6-phosphate. La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< ~DO/~t< 0,5 AU/min).
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./ Cette réaction peut être aussi dosée dans le sens glucose-6-P vers fructose-6-P. Dans ce
cas, cette réaction est couplée aux réactions suivantes catalysées respectivement par la
phosphofructokinase (PFK), l'aldolase, la TPI et la GlyPdH :
Fructose-6-P +ATP 0+ Fructose-1,6-diphosphate + ADP
Fructose-1,6-diphosphate 0+ GAP + DHAP
GAP~DHAP
2 DHAP + NADH,H+ 0+ 2 Glycérol-P + NAD+
L'activité enzymatique est estimée par la formation de NAD+ (8340 = 6223 M-l.cm-l).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Conrad and Schlegel, 1977) :
Tampon Tris HCI, pH 7,8 100 mM
MgCh 5mM
NADPH,H+ 0,3 mM
ATP (neutralisé) 5 mM
PFK lU
A1do1ase 2U
GlyPdH 4U
TPI 5U
Glucose-6-P 10 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du glucose-6-phosphate. La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< 8DO/8t< 0,5 AU/min).
9) Activité phosphoglucomutase (PGM)
Cet enzyme catalyse la réaction:
a(p)-glucose-1-P~ glucose-6-P
Cette réaction est dosée dans le sens glucose-l-P vers glucose-6-P par couplage à la réaction
suivante catalysée par la G6PdH :
glucose-6-P + NADPH,H+ 0+ 6-phosphogluconate + NADP+
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L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADP+ (8340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Qian et coll, 1994) :
Tampon Triéthanolamine pH 7,8 100 mM
MgCh 5mM
NADP+ 0,6 mM
G6PdH 1 V
a-glucose-l,6-disphosphate 0,4 mM
a(~)-glucose-l-phosphate 10 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du a(B)-glucose-l-phosphate. La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< ~DO/~t< 0,5 AV/min).
10) Activité phosphomannsose isomérase (PMI)
Cet enzyme catalyse la réaction:
fructose-6-P~ mannose-6-P
Cette réaction est dosée dans le sens mannose-ô-P vers fructose-6-P par couplage aux
réactions suivantes catalysées respectivement par la PGI et la G6PdH :
fructose-6-P~ glucose-6-P
glucose-ô-P + NADPH,W 0+ 6-phosphogluconate +NADP+
L'activité enzymatique est estimée par la formation de NADP+ (8340 = 6223 M-1.cm-1).
Le milieu réactionnel (1 ml) contient (Sa-Correia et coll., 1987) :
Tampon Tris HCI, pH 7,8 100 mM
MgCh 10 mM
NADP+ 0,6 mM
~ ~V
G6PdH 0,5 V
mannose-ô-phosphate 3 mM
La réaction est déclenchée par l'ajout du mannose-ô-phosphate, La quantité d'extrait est
déterminée de façon à rester dans la zone de linéarité (0< ~DO/~t< 0,5 AV/min).
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5.3. Calculs des activités enzymatiques
Après dosage des protéines par la méthode de 'Lowry et coll. (1951) (Paragraphe
3.1.4), l'activité enzymatique spécifique (AS) est calculée comme suit:
AS = (P1.. x F)/(E 1.. X Cprot) en umol (ou nmol) de produit formé .minl.mg" de protéine
P1.. : pente mesurée au spectrophotomètre représentant la différence d'absorbance à la
longueur d'onde Â en fonction du temps P1.. = mO/ilt (AU/min)
F : facteur de dilution de l'extrait
E : coefficient molaire d'absorption (M-l.cm-l)
Cprot : concentration en protéines de l'extrait
Pour chaque dosage, six répétitions sont effectuées aussi bien pour la mesure de
l'activité que pour celle des témoins. La différence des moyennes entre activités et témoins
est retenue comme valeur pour l'activité totale (AT) et l'erreur moyenne estimée correspond à
l'écart-type. L'erreur sur l'activité spécifique correspond alors à la somme des erreurs sur la
mesure de l'activité totale et le dosage des protéines.
Les paramètres cinétiques des enzymes (KM, VM) ont déterminés par identification
paramétrique.
6. PURIFICATION PARTIELLE D'ENZYMES
6.1. Dégradation des acides nucléiques à l'aide de la benzonase
Un volume d'une solution commerciale de benzonase® (Merck) à 100000U est ajouté
à l'extrait protéique de façon à obtenir une concentration finale en benzonase de loOU.
L'extrait protéique est alors incubé à 37°C sous agitation magnétique pendant 30 minutes. La
stabilité à ce traitement des divers enzymes purifiés a été vérifiée.
6.2. Chromatographie d'échange d'anions
Cette étape unique de purification a pour objectif d'éliminer les métabolites contenus
dans l'extrait protéique et de séparer l'enzyme étudié d'enzymes ayant une activité parasite.
Cette étape repose sur une séparation des molécules en fonction de leur charge. La
chromatographie est réalisée dans une colonne contenant 20 ml d'un support échangeur
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d'anions forts. Celui-ci est formé d'une matrice d'agarose sur laquelle sont greffés des
groupements fonctionnels (amines quaternaires) de' façon covalente (Sépharose Q,
Pharmacia). La colonne est équilibrée par du tampon Tris-HCI40 mM à pH 7,8 contenant du
MgCh (4,5 mM), du KCI (10 mM). Dans le cas de la purification de la G6PdH, du ~­
mercaptoéthanol est ajouté de façon à obtenir une concentration finale de 0,0065% (g/g).
L'ajout de ~-mercaptoéthanol a pour effet de stabiliser l'enzyme.
Les protéines sont éluées par des paliers de molarité croissante de NaCI dans le même
tampon. Le débit d'élution est de 1 ml/min.
6.3. Dessalage des extraits
Le dessalage est réalisé sur des colonnes de perméation de gel PDI0 (Amersham
Pharmacia Biotech), équilibrées avec 30 ml du tampon Tris-HCI40 mM à pH 7,8. Le volume
d'échantillon déposé est de 2,5 ml. Des fractions d'élution de 2,15 ml sont récupérées par
écoulement par gravité, entre les volumes d'élution de 2,5 ml et 6,45 ml.
7. MESURE DES CONCENTRATIONS INTRACELLULAIRES DES
INTERMEDIAIRES METABOLIQUES
Le dosage des métabolites intracellulaires est fondé sur l'arrêt rapide du métabolisme,
suivi d'une extraction optimale et non dégradante des métabolites (Lebloas et coll., 1993). La
production de xanthane provoque une augmentation importante de la viscosité, et rend
impossible l'inactivation du métabolisme et l'extraction des métabolites par les méthodes
classiques, fondés sur une congélation quasi instantanée de l'échantillon à l'aide d'azote
liquide. Aussi, une méthode originale a été mise au point alliant l'arrêt du métabolisme et
l'extraction des métabolites (Letisse et Lindley, 2000).
7.1. Inactivation du métabolisme et extraction des métabolites
Approximativement 5 ml d'échantillon sont versés dans un tube prétaré contenant une
solution d'éthanol (75% v/v) et de tampon HEPES 70 mM, pH 7,5 (25% v/v), préalablement
refroidi à -75°C. Les tubes sont agités vigoureusement. Cette étape permet non seulement
l'arrêt et l'inactivation du métabolisme, mais aussi la libération des métabolites. Les tubes
sont ensuite replacés à -75°C avant les étapes de purification des métabolites.
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7.2. Purification des intermédiaires métaboliques
La méthode de purification diffère selon la nature des métabolites à doser :
./ par évaporation sous vide à 45°C de l'éthanol à l'aide d'un rotavapor (BRUCHI
REI20). Le résidu qui contient les métabolites est resuspendu dans 2 ml d'eau distillée. Cette
méthode peut être appliquée pour la purification du G6P, GIP, F6P, FDP, PEP, pyruvate,
1,3PG, 3PG, ATP, ADP NADH,H+ et NAD+.
./ à l'aide de colonnes de chromatographie d'échange d'anions forts (500 mg SAX,
réservoir de 6 ml, Isolute, International sorbent technology). Après activation de la colonne
par passage successivement de 9 ml d'éthanol pur, de 9 ml d'acétate de sodium lM, de 9 ml
d'acide acétique 0,5 M et de 3 ml d'eau distillée, l'échantillon est déposé et élué par
gravimétrie. Après un lavage par 9 ml de méthanol à 20% (v/v), 2 ml d'acétate de sodium
permettent de récupérer les métabolites dans des tubes à hémolyse prétarés. Cette purification
est réalisée à 4°C. Cette méthode peut être appliquée pour la purification du G6P, GIP, F6P,
FDP, PEP, DHAP et GAP.
7.3. Dosage des intermédiaires métaboliques par f/uorimétrie
Le dosage in vitro des concentrations intracellulaires des intermédiaires métaboliques
et des coenzymes cellulaires met en jeu des réactions enzymatiques couplées à une détection
fluorimétrique de l'oxydation ou de la réduction de NAD(H,H+) ou de NADP(H,H+). Les
longueurs d'ondes d'excitation et d'émission de fluorescence du NAD(P)H,H+ sont
respectivement de 350 nm et de 460 nm. Les dosages fluorimétriques sont réalisés avec un
fluorimètre HITACHI F-2000, muni d'une lampe à mercure. Les métabolites sont dosés selon
les protocoles décrits par Lebloas et coll. (1993).
1) Dosage du glucose-6-phosphate (G6P), du fructose-6-phosphate (F6P) et du glucose-l-
phosphate (GIP)
Les réactions impliquées dans le dosage sont les suivantes :
G6P + NADP+ -+ 6-phosphogluconate + NADPH,H+ (catalysée par la G6PdH)
F6P~ G6P (catalysée par la PGI)
GIP~ G6P (catalysée par la PGM)
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Le mélange réactionnel (l ml) contient:
Tampon Triéthanolamine SOO mM + MgS04 is mM, pH 7,6
NADP+ 10 mM
Extrait à doser + eau osmosée
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Le dosage du G6P est réalisé en ajoutant 10 J.lI de glucose-ô-phosphate
déshydrogénase (G6PdH) à 200U/ml. La quantité de NADPH,W produite est égale à la
concentration de G6P dans l'essai. La conversion de F6P en G6P est ensuite initialisée par
addition de 10 J.lI de phosphoglucose isomérase (PGI) à 200 U/ml et le NADPH,H+ produit est
égal à la concentration de F6P. La concentration en G1P est dosée en ajoutant 10 J.lI de
phosphoglucomutase (PGM) à 200 U/ml. La quantité de NADPH,H+ produite est égale à la
concentration de G1P.
2) Dosage du fructose-l,6-diphosphate (FDP), du glycéraldéhyde-3-phosphate (GAP) et
du dihydroxyacétone-phosphate (DHAP)
Les réactions impliquées dans le dosage sont les suivantes:
DHAP + NADH,H+ ~ glycérol-3-P + NAD+ (catalysée par la GDHase)
GAP~ DHAP (catalysée par la TPI)
FDP~ DRAP + GAP (catalysée par l'aldolase)
Le mélange réactionnel (l ml) contient:
Tampon Triéthanolamine SOO mM + MgS04 lS mM, pH 7,0
NADH,H+ O,S mM
Extrait à doser + eau osmosée
La teneur en DRAP dans l'essai est déterminée en ajoutant 10 J.lI de glycérophosphate
déshydrogénase (GDHase) à SOOU/ml. La quantité de NADH,H+ consommée est égale à la
concentration de DHAP dans l'essai. La consommation du GAP est ensuite initiée par
addition de 10 J.lI de triose-phosphate isomérase (TPI) à SOOO U/ml. La quantité de NAD+
produite correspond à la concentration de GAP. Enfin, le FDP est dosé en ajoutant 10 J.lI de
fructose-1,6-diphosphate aldolase (Aldolase) à 200 U/ml. La quantité de NADH,W
consommée correspond au double de la concentration de FDP dans l'essai.
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3) Dosage du 3-phosphoglycérate (3PG) et du 1,3-diphosphoglycérate (1,3PG)
Les deux réactions suivantes permettent de doser ces métabolites:
1,3PG + NADH,H+ + GAP + NAD+ (catalysée par la GAPdH)
3PG + ATP ~ 1,3PG + ADP (catalysée par la phosphoglycérate kinase)
-6'-
Le mélange réactionnel (1 ml) contient:
Tampon Triéthanolamine 500 mM + MgS04 15 mM, pH 7,6
NADH,H+ 0,5 mM
Extrait à doser + eau osmosée
200 ul
20 ul
780 ul
La teneur en 1,3PG est déterminée en ajoutant 20 ul de glycéraldéhyde-3-phosphate
déshydrogénase (GAPdH) à 500 U/ml La quantité de NAD+ produit est alors égale à celle du
1,3PG dans l'essai. La consommation du 3PG est ensuite initialisée par addition de 20 ul de
phosphoglycérate kinase (PGK) à 100 U/ml. La quantité de NAD+ produit, égale à celle de
1,3PG formé, correspond à la concentration de 3PG dans l'essai.
4) Dosage du phosphoénolpyruvate (PEP) et du pyruvate
Ces métabolites sont dosés grâce aux deux réactions suivantes:
Pyruvate + NADH,H+ + Lactate + NAD+ (catalysée par la lactate déshydrogénase)
PEP + ADP + Pyruvate + ATP (catalysée par la pyruvate kinase)
Le milieu réactionnel (1 ml) contient:
Tampon phosphate (KH2P04/K2HP04 500 mM) + MgCh 12,5 mM, pH 7
NADH,H+ (0,5 mM)
ADP (100 mM)
Extrait à doser+ eau
200 III
40 III
20 ul
740 III
La teneur en pyruvate est déterminée en ajoutant 20 III de lactate déshydrogénase
(LDH). La quantité de NADH,H+ oxydée est alors égale à celle du pyruvate dans l'essai. La
conversion du PEP en pyruvate est obtenue en ajoutant 20 III de pyruvate kinase (PYK) à
1000 U/ml. La variation de fluorescence correspond à la quantité de PEP contenu dans
l'extrait.
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5) Dosage du NADH,H+
Le NADH,H+ est dosé à l'aide de la lactate déshydrogénase dans le sens:
Pyruvate + NADH,H+ ~ Lactate + NAD+
- 6'+-
Le milieu réactionnel (1 ml) contient:
Tampon phosphate (KH2POJK2HP04 500 mM) + MgCh 12,5 mM, pH 6
Pyruvate (200 mM)
Lactate déshydrogénase (l000 U/ml)
Extrait à doser + eau
200 III
20 III
La fluorescence est mesurée avant et après ajout de la lactate déshydrogénase, et la
différence observée correspond à la quantité de NADH,W oxydé.
6) Dosage du NAD+
La concentration de NAD+ est déterminée à l'aide de l'alcool déshydrogénase NAD+
dépendante.
Ethanol + NAD+~ Acétaldéhyde + NADH,H+
Le milieu réactionnel (1 ml) contient:
Tampon pyrophosphate 250 mM + semicarbazide 12,5 gll, pH 8,8
Ethanol absolu
Alcool déshydrogénase (4 mg/ml)
Extrait à doser + eau
200 III
La fluorescence est mesurée avant et après ajout de l'alcool déshydrogénase, et la
différence observée correspond à la quantité de NAD+ contenu dans le mélange réactionnel.
7) Dosage de l'ATP
La concentration d'ATP est déterminée grâce aux deux réactions suivantes:
3PG + ATP ~ 1,3PG + ADP (catalysée par la phosphoglycérate kinase)
1,3PG + NADH,H+~ GAP + NAD++ Pi (catalysée par la GAPdH)
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Le milieu réactionnel (l ml) contient:
Tampon Triéthanolamine 500 mM + MgS04 15 mM, pH 7,6
3PG (250 mM)
NADH,H+ (0,5 mM)
GAPdH (500 U/ml)
Extrait à doser + eau
200 III
20 III
25 III
20 III
735 III
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La fluorescence est mesurée avant et après ajout de la phosphoglycérate kinase (1000
U/ml), et la différence observée correspond à la quantité d'ATP contenu dans le mélange
réactionnel.
8) Dosage de l'ADP
La concentration d'ADP est déterminée grâce aux deux réactions suivantes:
PEP + ADP -+ ATP + Pyruvate (catalysée par la pyruvate kinase)
Pyruvate + NADH,H+ -+ Lactate + NAD+ (catalysée par la Lactate déshydrogénase)
. Le milieu réactionnel (l ml) contient:
Tampon Triéthanolamine 500 mM + MgS04 15 mM, pH 7,6
PEP (200 mM)
NADH,H+ (0,5 mM)
LDH (1000 U/ml)
Extrait à doser + eau
200 III
20 III
50 III
20 III
710 III
La fluorescence est mesurée avant et après ajout de 20 III de pyruvate kinase (1000
U/ml), et la différence observée correspond à la quantité d'ATP contenue dans le mélange
réactionnel.
7.4. Calcul de la concentration intracellulaire de métabolites
La variation de fluorescence (DFm) due au métabolite dosé, corrigée de la variation de
fluorescence induite par le simple ajout de l'enzyme (DFe), est corrélée à une concentration
en NADH,H+ à l'aide d'une courbe étalon. La quantité d'extrait ajoutée dans le milieu est
telle que la variation de fluorescence est mesurée dans la zone de linéarité de la gamme
étalon, i.e. DF compris entre 0 et 1000 unités de fluorescence. A partir de cette valeur et de la
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stœchiométrie des réactions, la concentration du métabolite analysé dans l'essai enzymatique
est déduite :
Cm =a x [NAD(P)H,H+]
Cm = concentration intracellulaire du métabolite m dosé dans l'essai enzymatique (/lM),
[NAD(P)H,H+] : concentration de NAD(P)H,H+ correspondant à la variation de fluorescence
(/lM),
a = coefficient stœchiométrique reliant le NAD(P)H,H+ et le métabolite.
Cintra =C x Dl x D2/X
Cintra = concentration intracellulaire du métabolite m
Dl =facteur de dilution de l'extrait dans l'essai enzymatique
D2 =facteur de dilution de la culture lors de l'extraction
X = concentration en biomasse de la culture (g/l)
Pour chaque dosage, au moins trois mesures sont effectuées, ce qui permet d'estimer
l'erreur moyenne sur la mesure, correspondant à l'écart-type.
8. ESTIMATION DES FLUX DE CARBONE ET D'ENERGIE
La méthode d'estimation des flux métaboliques a été mise au point au laboratoire par
Cocaign (1992) et Nézondet (1992) à partir des travaux de Holms (1986). Pour les calculs, les
besoins en précurseurs sont ceux déterminés chez Ralstonia eutropha par Ampe et coll.
(1997).
8.1. Flux de carbone
L'estimation des flux métaboliques nécessite la connaissance de toutes les voies
métaboliques et de leur stœchiométrie, de la composition macromoléculaire d'une cellule et
des paramètres cinétiques de la culture (u, qs et vp) .
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Tableau II.t: Demande en précurseurs pour la synthèse des macromolécules constituant la
cellule de R. eutropha (Ampe et coll., 1997).
Précurseurs
Glucose-6P
Fructose-6P
Pentose-5P
Erythrose-4P
Triose-P
3-Phosphoglycérate
Phosphoénolpyruvate
Pyruvate
Acétyl-CoA
œ-cétoglutarate
Oxaloacétate
CO2
Quantités (mmol/g)
0,36
0,10
0,52
0,34
0,09
1,40
0,66
2,60
2,52
1,62
1,58
3,54
En utilisant les besoins en précurseurs de R. eutropha (Tableau ILl), les flux de
carbone nécessaires pour l'anabolisme (mmol/glh) peuvent être calculés par la multiplication
directe avec le taux de croissance (h-l ) . Le flux d'entrée du glucose dans le métabolisme est
représenté par la vitesse spécifique de consommation de glucose (qs en mmol/gIh). Les flux
de production de métabolites excrétés sont représentés par les vitesses spécifiques de
production déterminées expérimentalement (up en mmol/glh). Les flux dans toutes les étapes
sont déterminés selon le principe de non accumulation: la somme des flux de production d'un
intermédiaire métabolique est égale à la somme des flux de consommation de cet
intermédiaire. Même lorsque l'accumulation de métabolites est observée, les vitesses
d'accumulation restent négligeables et n'excèdent pas 1% du flux autour du nœud
métabolique.
La Figure II.1 présente le métabolisme central de X campestris établi à partir des
données de la littérature.
8.2. Flux d'énergie
L'estimation des flux permet également d'établir un bilan entre l'énergie produite par le
métabolisme et celle nécessaire à la synthèse cellulaire. L'énergie produite par le catabolisme
est calculée à partir des productions et des consommations de NADH,H+, NADPH,H+, ATP et
FADH2 au niveau des étapes du métabolisme. Les flux d'ATP, NADH,H+, FADH2 et
NADPH,H+ nécessaires à la biosynthèse d'un gramme de cellules sont obtenus par
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multiplication du taux de croissance J.l (h-1) avec les besoins en énergie (mmol/g) pour la
biosynthèse (Tableau 11.2).
Tableau Il.2: Demande en précurseurs énergétiques pour la synthèse des macromolécules
constituant la cellule de R. eutropha (Ampe et coll., 1997).
t :la valeur négative représente une production dans les voies anaboliques
Source d'énergie Quantités (mmol/g)
ATP 40,8
NADPH,H+ 18,3
____N_AD_H...,H....+t -2,9
Après avoir converti les flux d'énergie (NADH,W, FADH2 et ATP) en équivalent
ATP, le bilan énergétique est obtenu par différence entre l'énergie produite par le catabolisme
et celle consommée par l'anabolisme. L'excès éventuel d'énergie peut être regroupé sous le
terme de maintenance apparente et représente l'énergie utilisée par la cellule pour des
fonctions dissociées de la croissance et l'ensemble des réactions non prises en compte dans le
schéma métabolique qui consomment de l'énergie et qui ne sont liées ni à la croissance ni à la
production de xanthane.
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Figure II.1: Schéma du métabolisme central de X campestris.
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CHAPITRe III : eTUDe CINeTIQUe De LA PRODUCTION
De GOMMe XANTHANe
L'objectif du travail présenté dans ce chapitre, est d'acquérir des informations
concernant le comportement macro-cinétique d'une souche de Xanthomonas campestris en
condition de production de gomme xanthane. Cette étude cinétique s'inscrit dans un contexte
plus large d'analyse physiologique, dans le but de caractériser le métabolisme associé à la
production de gomme. La démarche s'appuie sur l'intégration des contraintes industrielles de
production, à l'échelle du laboratoire. En effet, le métabolisme est, par nature, dynamique et
les résultats obtenus au laboratoire sont difficilement extrapolables sans cette démarche. Il est
donc nécessaire de définir les performances industrielles représentatives de l'état de l'art, de
reproduire ces performances au laboratoire, avant de réaliser l'étude cinétique proprement
dite.
1. ETUDE PRELIMINAIRE: DETERMINATION DES PERFORMANCES
INDUSTRIELLES ET CHOIX DE LA SOUCHE
La production industrielle de xanthane est réalisée dans des réacteurs de plusieurs
centaines de m3 par des souches de Xanthomonas campestris adaptées aux exigences
industrielles. Déterminer les contraintes métaboliques associées à la production de xanthane à
une telle échelle est difficilement réalisable. Il est cependant primordial, de réaliser l'étude
dans des conditions de culture proches de celles actuellement utilisées dans les ateliers
industriels. Les conditions de mise en œuvre au laboratoire doivent donc permettre d'atteindre
les performances de production industrielle en terme de rendement et de productivité. Les
cultures sont réalisées en réacteur de 20 litres, et le milieu choisi est un milieu utilisé dans des
procédés industriels, qui se compose de saccharose comme source de carbone, d'azote sous
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forme organique et minérale (20% et 80% respectivement) et de sels. Ce milieu de culture
présente l'avantage d'une mise en œuvre facile et reproductible au laboratoire.
Des cultures de Xanthomonas campestris ont été réalisées à l'usine RHODIA de Melle
avec pour objectifs:
./ de prendre connaissance de l'état de l'art et d'acquérir le « savoir-faire »,
./ de définir les performances du procédé,
./ et de comparer les performances d'une souche industrielle et de la souche ATCC
13951.
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Figure 111.1: Evolution de la concentration en saccharose (.) et en glucose (T), de la
viscosité apparente (0), de la pression partielle en oxygène dissous (---) et du pH (-) au
cours de la culture de X campestris ATCC 13951 (A) et d'une souche industrielle (B).
Les évolutions de la concentration en sucres résiduels et de la viscosité apparente,
valeur d'usage représentative de la concentration en xanthane, ne présentent pas de
différences majeures quelle que soit la souche mise en œuvre (Figure IlL 1). Il est à noter que
la consommation de saccharose s'accompagne d'une accumulation de glucose, qui est ensuite
consommé en fin de culture. D'une manière générale, les performances de production de
xanthane sont identiques (Tableau 111.1), et justifient l'utilisation de la souche ATCC dans le
cadre de l'étude physiologique plutôt que la souche industrielle, évitant ainsi des problèmes
liés à la confidentialité des résultats.
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Tableau 111.1: Performances de production de xanthane par la souche de X campestris
ATCC 13951 et de la souche industrielle.
t la biomasse et le xanthane produits sont intégrés dans le calcul du rendement.
Souche Souche
ATCC 13951 industrielle
-7Z -
Matière sèche (g/l)
Rendement t(g/g)
Durée (h)
Productivité (g/l/h)
26,5 ± 1,3 27,9 ± 1,4
63,1 ± 3,2 66,4 ± 3,3
54 57
0,49 ± 0,02 0,49 ± 0,02
2. CROISSANCE ET PRODUCTION DE XANTHANE EN CULTURE
DISCONTINUE
Le procédé de production de gomme xanthane a été adapté au laboratoire en respectant
rigoureusement les protocoles définis à l'usine de Melle. L'objectif est de reproduire les
performances obtenues précédemment, de manière à déterminer les caractéristiques cinétiques
associées au métabolisme de Xanthomonas campestris en condition de surproduction. Dans ce
but, il est nécessaire de s'affranchir des contraintes hydrodynamiques associées à la
conception des réacteurs pour éviter que les résultats de l'étude physiologique soient
impossibles à interpréter. Aussi, les problèmes de limitation d'oxygène et d'homogénéisation
du réacteur, qui peuvent intervenir en fin de culture en raison de l'augmentation de la
viscosité du moût de culture, ont été écartés en maintenant une pression partielle en oxygène
dissous supérieure à 2 mg 02/1 (soit 20% de la saturation de l'air) et en assurant une bonne
homogénéisation du milieu de culture, évaluée visuellement, par contrôle de la vitesse
d'agitation.
2.1. Détermination de la concentration en biomasse
La détermination précise des vitesses spécifiques de consommation ou de production
est un pré-requis essentiel à l'établissement de modèles physiologiques cohérents. La mesure
de la biomasse est le paramètre commun aux calculs des différentes vitesses spécifiques, mais
reste problématique à estimer en présence de xanthane en raison de la forte viscosité du
milieu. Aussi, plusieurs méthodes d'estimation de la biomasse ont été testées: mesure de la
densité optique (DO) à 600 nm, de la masse sèche et dénombrement sur boîtes de Petri des
cellules viables (Figure III.2). Dans tous les cas, l'estimation de la biomasse présente une
allure similaire en fonction du temps: à partir de 35 heures, la croissance de X campestris est
nettement ralentie. La corrélation entre la DO et la masse sèche a été évaluée à
0,25 g.r1/Unité DO.
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Figure 111.2: Evolution de la biomasse déterminée par mesure de la Densité Optique (DO) à
600 nm (e), par mesure du poids sec (_), et par comptage sur boite de Petri (0). En
incrustation, la corrélation entre la DO et le poids sec.
Le rapport Carbone/Azote (C/N) des cellules de X campestris augmente en fin de
culture, ce qui traduit une variation de la composition des cellules durant cette période
(Tableau III.2). La formule brute élémentaire de X campestris a donc été déterminée en début
de culture: C1Hl,89NO,20S00,49 et contient 3,6% (w/w) de cendre. Cette formule brute est
proche de celle proposée par Jana et Gosh (1995) qui est C1H2,INo,2100,44 pour la souche de X
campestris NRRL B 145984 L-II.
Tableau 111.2: Analyse élémentaire CHN de la biomasse au cours de la culture.
Age (h) C H N C/N
7 1 1,928 0,198 5,04
11,75 1 1,870 0,209 4,79
18,25 1 1,960 0,204 4,90
21,75 1 1,821 0,207 4,83
25,75 1 1,818 0,197 5,08
27,75 1 1,808 0,191 5,24
32 1 1,769 0,180 5,55
33,75 1 1,845 0,173 5,79
42,25 1 1,787 0,167 5,99
44,25 1 1,785 0,163 6,12
48,25 1 1,834 0,156 6,41
49 1 1,788 0,159 6,28
Le rapport C/N, qui est une caractéristique de la composition cellulaire, est
susceptible de varier en réponse à des conditions particulières de culture, et notamment en
condition de limitation nutritionnelle en azote (Aragao, 1996). Mais, si l'azote n'est pas
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limitant, l'augmentation du rapport C/N peut également s'expliquer, par la présence de
xanthane fortement associé aux cellules, sous forme soit extracellulaire (capsule), soit
intracellulaire (accumulation de xanthane dans le périplasme par exemple). Afin de s'orienter
vers l'une ou l'autre des hypothèses, les concentrations en azote minéral du milieu
(ammonium et nitrates) ont été mesurées pour déterminer si l'azote est limitant au cours de la
culture. Le dosage des différentes formes azotées du soluble de soja (protéines, peptides,
acides aminés, etc.) est difficilement réalisable, si bien que la concentration de ces diverses
molécules n'a pas pu être déterminée.
2.2. Cinétique de consommation d'ammonium et de nitrates
La Figure 111.3 présente l'évolution des concentrations en ammonium et en nitrates
au cours de la culture.
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Figure111.3: Evolution des concentrations en N~+ (0) et en N03- (L1) au cours de la
culture.
L'ammonium devient limitant vers t = 25 heures. Cette entrée en limitation coïncide
avec le début de la consommation des nitrates. En fin de culture (t = 49 heures), une
concentration résiduelle de 0,22 g/l en nitrate est mesurée. Aucune trace de nitrites n'a été
détectée durant la totalité de la culture. Les nitrates sont-ils assimilés comme accepteur
d'électrons pour la chaîne respiratoire ou comme une source d'azote? Souw et Demain
(1979) ont montré que X campes/ris NRRL B1459 est capable d'assimiler les nitrates,
lorsqu'il s'agit de la seule source d'azote dans le milieu, pour assurer sa croissance. En est-il
de même pour X campes/ris ATCC 13951 dans les conditions de culture industrielle?
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Un bilan sur la consommation d'azote a donc été calculé (Figure IlIA). En considérant
la biosynthèse d'enzymes extracellulaires comme négligeable, il est possible de calculer ce
bilan, connaissant les quantités d'azote consommées et produites. Il est, cependant, nécessaire
de poser plusieurs hypothèses :
./ les nitrates sont assimilés comme source d'azote pour la synthèse de la biomasse.
La formule brute de X campestris est considérée comme constante et équivalente à
C\H\,89NO,20S00,49, et les variations de C/N sont attribuées à la présence de xanthane.
./ la différence entre l'azote consommé (sels d'ammonium et de nitrates) et l'azote
produit (biomasse) est attribuée à la consommation de l'azote organique du soluble de soja,
puisqu'il s'agit de la seule autre source d'azote du milieu de culture. Cette différence
constitue, alors, l'estimation de la quantité d'azote organique consommé. Si la croissance est
assurée par la consommation de l'ammonium et des nitrates en cours de culture, l'azote
organique, qui constitue des formes d'azote facilement assimilables par la cellule (acides
aminés, peptides), serait alors consommé au démarrage de la culture. Une augmentation de la
concentration en biomasse est en effet observée durant les dix premières heures de culture,
sans consommation d'ammonium ni de nitrates.
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Figure 111.4: Bilan sur la consommation de l'azote par X campestris. (e) : azote de la
biomasse, (0) : azote de l'ammonium, (~) : azote des nitrates.
Une bonne corrélation est observée entre la quantité d'azote produite (azote de la
biomasse) et la quantité d'azote consommée, provenant successivement du soluble de soja, de
l'ammonium et des nitrates (Figure IlIA). Ce résultat démontre que les nitrates sont assimilés
par X campestris ATCC 13951 comme source d'azote, suggérant l'existence d'une nitrate
réductase assimilatrice. Dans ce cas, la croissance ne peut pas être carencée par l'azote, et la
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concentration en biomasse doit être corrigée de la présence de xanthane, La concentration
« vraie» en biomasse correspond à la concentration en biomasse mesurée déduite du
xanthane associé aux cellules, qui représente de 9% à 21% de la masse sèche, entre 32 et 49
heures respectivement. La figure 111.5 montre que la concentration en protéines
intracellulaires, mesurée par la méthode de Lowry (1951), dans la biomasse« vraie» est alors
constante et proche de 48%, en accord avec les valeurs couramment présentées dans la
littérature en ce qui concerne les bactéries à Gram négatif. Dans tout le reste de l'étude, la
concentration en biomasse présentée, correspond à la concentration en biomasse estimée par
mesure de la masse sèche dont est déduite la présence de xanthane.
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Figure 111.5: Evolution de la concentration en protéines dans la biomasse «vraie », corrigée
de l'accumulation de xanthane.
Les sels d'ammonium sont consommés en priorité par rapport à ceux de nitrates. Ce
comportement n'est pas surprenant dans la mesure où la synthèse de la nitrate réductase
assimilatrice est sujette à la répression en présence d'ammonium (Warnecke-Eberz et
Friedrich, 1993). De plus, la consommation de l'azote organique du soluble de soja peut être
estimée à 0,03 g de Nil soit 30% de la quantité initiale.
2.3. Cinétiques de croissance, de production de xanthane et de
consommation de saccharose
La croissance de X campestris, sur ce milieu de culture conduit à la production de
3,3 g/l de biomasse (concentration corrigée de la présence de xanthane) et de 25 g/l de
xanthane à partir de 42 g/l de saccharose (Figure 111.6).
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Figure 111.6: Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0) et en
saccharose (.) au cours de la culture.
La production de gomme xanthane a lieu tout au long de la culture. Aucun acide
organique extracellulaire n'est détecté pendant la totalité de la culture et le bilan carbone est
réalisé en tenant compte du COz produit (Figure 111.7). Le coefficient respiratoire est proche
de 1 et la concentration en oxygène est supérieure à 2 mg Os/l tout au long de la culture. Il est
à noter que l'épuisement de la source carbonée en fin de culture entraîne la remontée rapide
de la pression partielle en oxygène dissous.
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Figure nI.7: Evolution de la concentration en oxygène dissous (---), et des vitesses de
consommation d'oxygène (+) et de production de C02 (0).
Les performances de production sont très proches de celles obtenues industriellement
(Tableau 111.3). Le temps de culture et le rendement en xanthane sont, cependant, améliorés et
expliquent la différence de productivité. Par contre, aucune trace de glucose n'est observée au
cours de cette culture, ce qui constitue une différence avec la culture réalisée au cours de
l'étude préliminaire (Paragraphe 1). Des conditions optimales de conduite du procédé (bonne
homogénéité, oxygène non limitant) peuvent expliquer le temps de la culture plus court, et
l'absence d'accumulation transitoire de glucose.
Les rendements sont calculés par rapport au saccharose, qui représente la source
majoritaire de carbone. Cependant, des acides aminés, des peptides et des protéines du soluble
de soja sont consommés en début de culture; ces molécules constituent les principales formes
d'azote du soluble. La consommation de ces molécules entraîne aussi l'assimilation de
carbone. Ainsi, les rendements par rapport au saccharose, et notamment le rendement en
biomasse, est probablement surestimé en début de culture.
Tableau nI.3: Comparaison des performances de production de xanthane entre le procédé
industriel et le procédé mis en place au laboratoire.
t la biomasse et le xanthane produits sont intégrés dans le calcul du rendement.
t correspond à la matière précipitable à l'isopropanol (biomasse et xanthane)
(ND) : Non Déterminé
Rendement Biomasse (g/g)
Rendement Xanthane (g/g)
Rendement global t (g/g)
Matière sèche t(g/l)
Durée (h)
Productivité (g/l/h)
Culture Industrielle
(ND)
(ND)
63,1 ± 3,2
26,5 ± 1,3
54
0,49 ± 0,02
Cette culture
8
60± 6,0
67 ± 3,4
28,3 ± 1,4
49
0,57 ± 0,03
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Les nitrates ne sont pas totalement épuisés en fin de culture ce qui laisse supposer
qu'un autre composant du milieu devient limitant et provoque le ralentissement de la
croissance. La concentration en phosphates inorganiques est, en effet, épuisée à partir de
30 heures (Figure 111.8). Il est à noter qu'une partie des phosphates inorganiques (30%
environ) provient du soluble de soja.
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Figure 111.8: Evolution de la concentration en phosphates inorganiques (T) au cours de la
culture.
La carence en phosphates inorganiques n'induit pas un arrêt immédiat de la croissance
ce qui peut suggérer que X campestris est capable de croître partiellement sur ses réserves
intracellulaires en phosphate. Un comportement similaire est observé au cours d'une
croissance carencée en phosphates chez Ralstonia eutropha (Aragao, 1996). De plus, cette
croissance résiduelle dans ces conditions de carence en phosphates inorganiques peut
s'expliquer par la présence potentielle de phosphates organiques dans le soluble de soja (non
mesurés par ce dosage). En effet, les phosphates organiques peuvent être assimilés par la
cellule à condition d'être transformés préalablement en phosphates inorganiques. Cette
réaction est catalysée par la phosphatase alcaline. Lorsque les phosphates inorganiques
deviennent limitants, cet enzyme est synthétisé dans le périplasme de bactéries à Gram
négatif, telles qu'Escherichia coli et Salmonella typhimurium (Neidhardt et coll., 1990).
Aussi, la libération de phosphates dans le périplasme (non détectés par le dosage des
phosphates inorganiques) permettrait alors d'assurer la croissance de la souche en l'absence
de phosphates inorganiques.
Si des phosphates organiques sont présents dans le milieu de culture, un rendement de
la biomasse résiduelle par rapport au phosphore, provenant des phosphates inorganiques, peut
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être calculé. Ce rendement est proche de 35 g de biomasse/g de P. Par contre, si la croissance
résiduelle résulte de la mobilisation des réserves intracellulaires en phosphates, ce rendement
dépend de la période de la culture. Il est respectivement de 35 g/g et de 43 g/g à l'épuisement
des phosphates inorganiques et en fin de culture.
2.4. Composition du xanthane en acétate et en pyruvate
La composition de la gomme xanthane en acétate et en pyruvate varie au cours de la
culture (Figure 111.9). En effet, la teneur en acétate augmente dans la première phase de la
croissance, puis se stabilise autour de 7%, ce qui correspond approximativement à une mole
d'acétate par unité pentasaccharidique de xanthane. Au contraire, la teneur en pyruvate
diminue en fin de culture. Elle passe de 0,5 mole de pyruvate par unité pentasaccharidique au
début de la culture, à 0,2 mole de pyruvate en fin de culture .
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Figure 111.9: Variation de la teneur en pyruvate (e) et en acétate (0) dans le xanthane au
cours de la culture, exprimée en pourcentage massique cumulé (A) et en nombre de mole
incorporée dans l'unité pentasaccharidique à chaque instant de la culture (B).
Les changements de la composition de la gomme en pyruvate et en acétate entraînent
une variation négligeable (3%) de la masse molaire de l'unité pentasaccharidique. En effet,
d'une valeur de initiale de 910 g/mol, elle diminue à 885 g/mol en fin de culture.
Des variations similaires de la composition de la gomme xanthane en pyruvate et en
acétate ont été rapportées dans la littérature, notamment, en fonction du temps et des
conditions de culture (Cadmus et coll., 1978 ; Tait et coll., 1986; Shu et Yang, 1990; Flores
et coll., 1994). Les variations de la teneur en pyruvate, observées au cours de cette culture,
interviennent, en fin de phase de croissance, mais coïncident aussi avec l'entrée en limitation
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de phosphates, et le « shift » entre la consommation d'ammonium et de nitrates. Beaucoup
d'événements qui surviennent dans la même période de la culture, ce qui rend difficile
l'identification dures) phénomène(s) responsable(s) de ces variations.
2.5. Vitesses spécifiques et rendements instantanés
L'ensemble de ces données, et en particulier l'estimation précise de la concentration
en biomasse, permet de calculer les vitesses spécifiques de croissance, de production de COz
et de xanthane, et de consommation de saccharose (Figure IlL 10).
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Figure 111.10: Evolution des vitesses spécifiques de croissance, Il (e), de consommation de
saccharose, qsaccharose (_), de production de xanthane, Uxanthane (0), et de COz, Ucoz (0) au
cours de la culture.
Les différentes vitesses spécifiques présentent une évolution similaire au cours du
temps. Le démarrage de la culture est marqué par une augmentation rapide de l'activité
métabolique, suivie par le déclin graduel des vitesses spécifiques. Cette diminution est
associée à la chute du taux de croissance, à partir de 10 heures de culture. Il est intéressant de
noter, que la vitesse spécifique de production de xanthane reste constante pendant la phase
stationnaire (Vxanthane = 0,25 mmol/g/h); elle est cependant plus faible que celle calculée
pendant la phase de croissance exponentielle (Vxanthane = 0,32 rnmol/g/h). L'analyse des
rendements instantanés tout au long de la culture, montre que le rendement en COz reste
constant, alors qu'un « shift » du flux de carbone de la synthèse de biomasse en faveur de la
production de xanthane est clairement observé (Figure IlL Il ).
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Figure 111.11: Evolution des rendements instantanés de la biomasse (e), du xanthane (0) et
du COz (0) au cours de la culture. Les rendements sont calculés en mole de carbone en
tenant compte des variations de la composition de la gomme xanthane.
3. EFFET DE LA SOURCE D'AZOTE ET DE LA CONCENTRATION EN
PHOSPHATE SUR LA CROISSANCE ET LA PRODUCTION DE XANTHANE
L'étude cinétique de la production de xanthane sur .Ie milieu industriel a mis en
évidence différents événements nutritionnels: la consommation successive des sources
d'azote (azote organique, azote de l'ammonium, puis azote des nitrates), et la limitation en
phosphates en fin de culture. Ces événements peuvent, non seulement avoir une influence sur
le comportement cinétique de la souche (vitesses spécifiques, rendements), mais aussi
entraîner des variations de la composition de la gomme en acétate et en pyruvate.
En particulier, une chute de la teneur en pyruvate est observée en fin de culture. Cette
chute est liée à une vitesse d'incorporation du phosphoénolpyruvate (PEP) dans la gomme,
plus faible. La diminution de cette vitesse coïncide avec deux événements nutritionnels: le
début de la consommation des nitrates, consécutif à la carence en ammonium, et la limitation
en phosphates inorganiques. L'un ou l'autre de ces événements peut être lié avec la
diminution de la vitesse d'incorporation du PEP. En effet, si le PEP peut être incorporé dans
le xanthane, il peut aussi être catabolisé en acétyl-CaA par deux réactions successives
catalysées par la pyruvate kinase (PYK) et la pyruvate déshydrogénase (PdH) qui conduisent
à la production de NADHz et d'ATP. L'assimilation des nitrates nécessite une réduction
intracellulaire préalable en NH/ (forme assimilable de l'azote) et peut donc engendrer une
perturbation de la balance oxydo-réductionnelle de la cellule. Ainsi, la réduction des nitrates
en ammonium peut être associée à une oxydation plus forte du PEP en acétyl-CoA, au
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détriment de son incorporation dans le polysaccharide, pour équilibrer la balance oxydo-
réductionnelle. Ce phénomène peut être accentué par la limitation en phosphates. En effet,
cette limitation peut conduire à la diminution de la concentration intracellulaire en phosphates
inorganiques (Pi). Or, l'activité enzymatique de la PYK est inhibée par les fortes
concentrations de Pi. Ainsi, la limitation en phosphates peut conduire à la levée de l'inhibition
de l'activité de la PYK et favoriser la transformation du PEP en Acétyl-CoA, au détriment de
l'incorporation du PEP sous forme de pyruvate dans le xanthane.
Afin d'expliquer la chute de la teneur en pyruvate en fin de culture, l'étude de
l'influence de chaque élément, nitrates et phosphates inorganiques, est réalisée
successivement.
3.1. Effet de la source d'azote
Des cultures ayant pour seule source d'azote, soit de l'ammonium, soit des nitrates ont
été réalisées en s'assurant que le phosphate n'est pas limitant au cours de ces cultures. La
quantité de sels d'ammonium ou de nitrates, dans ces milieux de culture définis, est calculée
de manière à respecter le rapport CarbonelAzote du milieu de culture industriel.
Le bilan azote entre la biomasse produite et les nitrates consommés est réalisé
(Tableau IlIA). Ce résultat confirme que les nitrates sont assimilés comme une source d'azote
pour la synthèse de la biomasse, et non comme un accepteur final d'électrons pour la chaîne
respiratoire.
Tableau 111.4: Biomasse produite et azote consommé au cours des cultures sur ammonium ou
sur nitrates.
t: le bilan azote est calculé à partir de la formule brute de la biomasse déterminée au
paragraphe 2.1.
Source d'azote Concentration finale
en biomasse (g/1)
4,0
2,6
[NH/] ou [N03-]
consommée (g/l)
0,65
1,30
Bilan sur l'azote t
(g N biomasse IgN consommé)
0,93
1,04
De plus, ces cultures montrent clairement que la croissance de X campestris est
possible quelle que soit la source d'azote, et en particulier sur nitrates, où le taux de
croissance est cependant plus faible (Tableau III.5). Le meilleur rendement en xanthane est
obtenu lorsque les nitrates sont la source d'azote. En somme, la croissance est avantagée en
présence d'ammonium, alors que la présence de nitrates favorise plutôt la production de
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xanthane Néanmoins, le démarrage des cultures est lent quelle que soit la source d'azote
utilisée. L'azote organique, sous forme de soluble dé soja, présent dans le milieu de
production industrielle, permet probablement d'améliorer le démarrage des cultures.
Tableau 111.5: Vitesses spécifiques maximales de croissance et de production de xanthane, et
rendement en xanthane par rapport au saccharose consommé, selon la source d'azote du
milieu de culture.
Source d'azote Taux de
croissance
(h-I )
0,13
0,07
Vitesse de production
de xanthane
(mmollg/h)
0,52
0,79
Rendement en
xanthane (g!g)
61,1 ± 6,1
67,7 ± 6,7
Les teneurs en acétate et en pyruvate dans la gomme sont identiques, respectivement
de 6,0% et 4,6%, et constantes tout au long des cultures quelle que soit la source d'azote
utilisée. Aussi, la croissance sur nitrates ne permet pas d'expliquer la diminution de la teneur
en pyruvate dans la gomme observée en fin de culture, dans les conditions de mise en œuvre
industrielle.
3.2. Effet de la concentration en phosphates
Une culture a été réalisée en présence d'une concentration initiale en phosphates
inorganiques divisée par un facteur 2, par rapport au milieu industriel. En fin de culture
(t =39 heures), la limitation en phosphates a été levée par l'ajout dans le réacteur d'une
solution stérile de K2HPOJKH2P04 concentrée et tamponnée à pH 7 (Figure III.12). La
concentration en biomasse a été estimée, comme décrit au paragraphe 2.1, en s'appuyant sur
son analyse élémentaire et sur la concentration en protéines intracellulaires.
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Figure 111.12: Evolution de la concentration en phosphates au cours de la culture. La ligne en
pointillée indique l'addition de la solution de K2HP04/KH2P04 tamponnée à pH 7.
L'entrée en limitation en phosphates, à t = 25 heures, coïncide avec le ralentissement
significatif de la croissance et du rC02 et avec une accumulation de glucose (jusqu'à 1 g/l)
(Figure III.l3 A et B).
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Figure 111.13: (A) : Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0), en
saccharose (_) et en glucose (.~) ; (B) : Evolution de la concentration en oxygène dissous
(---), et des vitesses de consommation d'oxygène (+) et de production de CO2 (O)au cours
de la culture
La concentration en biomasse atteint alors une valeur voisine de 1,6 g/l et est donc
divisée elle aussi par un facteur 2 par rapport à celle obtenue avec le milieu de culture
industrielle, lorsque les phosphates sont totalement épuisés. Ce résultat montre que les
phosphates sont limitants pour la croissance. Tel que cela a été observé précédemment
(Paragraphe 2.3), la limitation en phosphates n'induit pas l'arrêt immédiat de la croissance
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puisque la concentration en biomasse continue à augmenter après l'épuisement des
phosphates. La concentration en biomasse atteint, en effet, 1,9 g/l avant l'ajout de la solution
de phosphates. Si cette croissance «résiduelle» est consécutive à la consommation des
phosphates organiques présents dans le milieu de culture, le rendement de la biomasse en
phosphore, calculé par rapport aux phosphates inorganiques, est de 40 g de biomasse/g de P.
Par contre, si la croissance «résiduelle» est la résultante de la mobilisation des réserves
intracellulaires en phosphates, ce rendement est de 40 g de biomasse/g de P et de 47,5 g de
biomasse/g de P, respectivement à l'épuisement des phosphates et avant l'ajout de la solution
de K2HPOJKH2P04. Ces rendements sont proches de ceux déterminés au paragraphe 2.5.
La levée de la limitation en phosphates entraîne la reprise de la croissance
(augmentation de la concentration en biomasse et du rC02) et la consommation conjointe de
saccharose et de glucose. La concentration finale en biomasse est alors de 3,7 g/llorsque la
source de carbone est totalement épuisée. Il est à noter que les nitrates sont totalement épuisés
peu avant le terme de la culture Ccontrairement à la culture sur le milieu industriel), ce qui est
cohérent avec une concentration finale en biomasse plus importante (Figure 111.14 A). Une
bonne corrélation entre la quantité d'azote produite et la quantité d'azote consommée est
observée tout au long de la culture (Figure 111.14 B).
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Figure 111.14: Evolution des concentrations en NH/ (0) et en N03- C~) au cours de la
culture (A), et bilan sur la consommation de l'azote par X campestris (B) ce) : azote de la
biomasse, (0) : azote de l'ammonium, (~) : azote des nitrates.
La teneur en acétate dans la gomme produite augmente régulièrement dans un premier
temps, puis se stabilise à 7,2%, ce qui correspond environ à 1,1 moles d'acétate par unité
pentasaccharidique (Figure 111.15). Au contraire, la teneur en pyruvate atteint un maximum de
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5,2% puis diminue légèrement pendant la phase de limitation en phosphates et atteint 4,5%,
ce qui correspond respectivement à 0,5 et 0,3 mole de pyruvate par unité pentasaccharidique.
La levée de la limitation en phosphates entraîne une remontée de la teneur en pyruvate qui se
stabilise alors à 0,45 mole de pyruvate par unité pentasaccharidique.
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Ces résultats suggèrent que la limitation en phosphates serait responsable de la
diminution de la teneur en pyruvate dans la gomme, observée en fin de culture sur le milieu
industriel. Ils concordent avec les observations de Davidson (1978) qui constate une teneur en
pyruvate très faible dans de la gomme xanthane produite en culture de type «chemostat»
sous limitation en phosphates. Dans une telle optique, la limitation en phosphates jouerait un
rôle majeur sur la répartition des flux autour de PEP (inhibition de l'activité de la PYK par
exemple) et sur la concentration intracellulaire de cet intermédiaire.
Par ailleurs, le rendement instantané en xanthane augmente régulièrement tout au long
de la phase de limitation en phosphates, correspondant à une déviation du flux carboné vers la
production de xanthane (Figure III.16 A).
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Figure 111.16: (A) : Evolution des rendements instantanés de la biomasse (e), du xanthane
(0) et du CO2(0) au cours de la culture; (B) : Evolution des vitesses spécifiques de
croissance, Il (e), de consommation de sucres, qsucre(-), de production de xanthane, Uxanthane
(0), et de CO2, UC02 (0) au cours de la culture.
Le rendement instantané en xanthane atteint 0,75 CmollCmol avant l'ajout de la
solution de K2HPOJKH2P04. Dès la levée de la limitation en phosphates, le rendement
instantané en xanthane diminue, et une déviation inverse du flux carboné de la production de
xanthane vers la production de biomasse est observée. L'analyse des vitesses spécifiques
(Figure 111.16 B) montre clairement que l'entrée en limitation en phosphates «bloque» la
croissance de X campestris et la levée de cette limitation induit la reprise de la croissance. Le
taux de croissance maximal est alors de 0,6 h-I ; il est proche de celui mesuré lorsque les
nitrates sont l'unique source d'azote (paragraphe 3.1). De plus, la limitation en phosphates
provoque l'augmentation des vitesses spécifiques de production de xanthane et de
consommation de sucres. Cette augmentation est essentiellement due à la diminution de la
concentration en biomasse, car les vitesses volumétriques de production de xanthane et de
consommation de sucres restent constantes pendant cette période (résultats non présentés).
Ces vitesses volumétriques qui correspondent aux dérivées par rapport au temps des
évolutions des concentrations en produits et en substrats, sont représentatives de la
productivité du procédé. Elles augmentent considérablement en fin de culture en réponse à la
levée de la limitation en phosphates. Une constatation s'impose donc à la vue de ces
résultats: la limitation de la croissance par les phosphates entraîne une amélioration du
rendement en xanthane, mais cette amélioration se fait au détriment de la productivité.
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4. MODELISATION DE LA CULTURE
Plusieurs modèles sont proposés dans la littérature pour représenter la croissance et la
production de xanthane. Ces modèles sont majoritairement de type «non structurés », i.e. que
les différents états physiologiques des cellules sont globalisés sous le terme de biomasse
totale (Pirt, 1988). Ces modèles se caractérisent par leur simplicité et sont bien adaptés à une
démarche visant l'optimisation des conditions de culture.
L'objectif de cette étude, réalisée avec Gilles Roux dans le cadre d'une collaboration
avec l'équipe de recherche «Conduite Automatique des Procédés Biotechnologiques » du
Laboratoire d'Analyse et d'Architecture des Systèmes (LAAS), est de proposer un outil
prédictif des performances de production de xanthane selon la composition du milieu de
culture, et adapté à la conduite de procédé (suivi des cultures et anticipation d'incidents). Le
principe de cette modélisation repose sur la description de la culture par des équations
réalistes des événements phénoménologiques du procédé (équations microbio1ogiques). La
modélisation de la consommation des différents substrats (carbone, azote et phosphates) et de
la production de biomasse et de xanthane a été réalisée. Par contre, cette modélisation
n'intègre pas les contraintes hydrodynamiques (pression partielle en oxygène dissous,
viscosité, etc.), ce qui peut constituer une perspective à ce travail.
Dans un premier temps, les équations ont été établies à partir de celles proposées dans
la littérature et par une analyse cohérente des résultats de l'étude cinétique. Dans un deuxième
temps, les différents paramètres ont été identifiés par un logiciel de résolution de systèmes
d'équations différentielles. Après vérification de la cohérence des paramètres, le modèle a été
validé expérimentalement.
4.1. Etablissement du modèle
Croissance cellulaire
L'évolution de la concentration en biomasse est exprimée par l'équation (1). Le taux
de croissance (u) est exprimé en fonction de la consommation du substrat carboné, de la
consommation des différentes sources azotées (azote organique, ammonium, nitrates), et de la
consommation des phosphates (équation 2). Des modèles de type Monod ont
systématiquement été pris en compte pour décrire la consommation des différents substrats.
Cette équation tient compte des différents événements nutritionnels observés
expérimentalement.
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Elle reflète, d'une part, la consommation successive des sources d'azote. Bien que la
concentration en azote organique n'ait pas été mesurée en cours de culture, il est nécessaire de
tenir compte de sa présence et sa consommation peut être estimée en s'appuyant sur la
détermination du bilan sur l'azote. Ainsi, la quantité d'azote organique consommée est
estimée à 0,03 g d'azote/l et l'intervalle de temps correspondant à sa consommation à 7,5
heures. Après l'épuisement de l'azote organique (J=O), le taux de croissance est alors calculé
à partir de la consommation en ammonium. Enfin, la croissance est réalisée sur les nitrates
dès que la quantité d'ammonium est, à son tour, épuisée (J,NH=O). Lorsque la concentration
en nitrates devient nulle, la croissance s'arrête (Jl=O).
D'autre part, cette équation permet de représenter la croissance résiduelle en condition
de limitation en phosphates. Cette croissance résiduelle, après l'épuisement des phosphates
inorganiques, peut être la. résultante de la mobilisation des réserves intracellulaires en
phosphates ou de l'assimilation de phosphates organiques présents dans le soluble de soja.
Dans les deux cas, le terme, JlR, représente la croissance résiduelle lorsque la concentration en
phosphates inorganiques est épuisée (P=O).
dX-=~x
dt
( S ) {( J ) ( NH ) ( NO) } {( P ) R}~=~max X -- X -- + + x +~p-oKs + S K J + J K NH + NH J=O K NÛ + NO J,NH=O K p + P -
avec:
X: concentration en biomasse résiduelle (g/l)
S : concentration en saccharose (g/l)
J: concentration en azote organique (gN/l)
NH : concentration en ammonium (gNH4+Il)
NO: concentration en nitrates (gN03ï l )
P : concentration en phosphates inorganiques (gPOlïl)
Jlmax : taux spécifique de croissance maximum (h-l )
JlR: taux spécifique de croissance résiduelle en limitation en phosphates (h-l )
KJ : constante d'affinité pour l'azote organique (gN/I)
KNH : constante d'affinité pour l'ammonium (gNH/Il)
KNO : constante d'affinité pour les nitrates (gN03ï l )
Ks : constante d'affinité pour les phosphates (gPOl-1l)
Eq. (1)
Eq. (2)
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Eq. (3)
Eq. (5)
Vitesse de consommation du saccharose
La cinétique de consommation de saccharose est décrite par le modèle de Luedeking-
Piret (1959) (équation 3).
qs = IlY x J.l +a =_dS/dt/'ixs X
qs : vitesse spécifique de consommation de saccharose (g de saccharose/g de biomasse/h)
Yxs: paramètre de consommation de saccharose « associée» à la croissance (g biomasse/g
saccharose)
a: paramètre de la consommation de saccharose « non associée» à la croissance (g de
saccharose/g de biomasse/h)
Vitesses de consommation des différentes sources d'azote et des phosphates
Les cinétiques de consommation des sources azotées et des phosphates sont décrites
par un modèle de type Luedeking-Piret (1959) dont l'équation générale est l'équation 4.
1]A = IlY x J.l + r =- dA/dt Eq. (4)/'i XA X
A : substrat considéré: azote organique, J ; ammonium, NH ; nitrates, NO ; phosphates, P
l'lA: vitesse spécifique de consommation du substrat A (g de A/g de biomasse/h)
YXA : rendement de conversion du substrat A en biomasse (g de biomasse/g de A)
I": paramètre de consommation du substrat A « non associé» à la croissance: azote
organique, 0 ; ammonium, y ; nitrates, 8 ; phosphates inorganiques, '"
Vitesse de production de xanthane
La cinétique de production de xanthane est décrite par le modèle de Luedeking-Piret
(1959) (équation 5).
dXth/dt
VXth = m x u s- 13=---:....-
X
Xth : concentration en xanthane (g/l)
VXth : vitesse spécifique de production de xanthane (g de xanthane/g de biomasse/h)
m: paramètre de production de xanthane « associée» à la croissance (g de xanthanelg de
biomasse)
/3 : paramètre de production de xanthane « non associée» à la croissance (g de xanthane/g de
biomasse/h)
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4.2. Identification des paramètres et des constantes
L'identification paramétrique des six constantes et des douze paramètres a été
effectuée à partir des résultats expérimentaux de la culture réalisée dans les conditions
industrielles. Les valeurs des paramètres et des constantes obtenues sont regroupées dans le
tableau 111.6 et le résultat représentant ces données expérimentales et les données issues du
modèle est présenté figure 111.17.
Tableau 111.6: Valeurs des paramètres et des constantes obtenues par l'identification
paramétrique.
Yxs(g/g)
a (g/g/h)
YXJ (g/g)
o (g/g/h)
YXNH(g/g)
y (g/g/h)
YXNO(g/g)
8 (g/g/h)
Yxp (g/g)
'II (g/g/h)
m (g/g)
-.l3 (g/g/h)
Paramètres
0,31
0,36
20,66
0,007
7,14
0,002
1,85
°11,17
0,001
0,50
0,23
Constantes
Jlmax (h-i) 0,39
JlR(h- l ) 0,24
Ks (g/l) 7,87
KJ(g/l) 0,07
KNH (g/l) 0,28
1 KNO (g/l) 1,22
Kp (g/l) 0,05
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Figure 111.17: Evolution des concentrations en biomasse (e), en saccharose (_), en
xanthane (0), en ammonium (0), en nitrates (~), et en phosphates (T) au cours de la culture.
Les symboles représentent les résultats expérimentaux et la ligne continue, les données issues
du modèle cinétique.
L'identification paramétrique est illustrée par une bonne corrélation entre les valeurs
expérimentales et celles données par le modèle. L'erreur moyenne relative (Erel), définie par
l'équation (6), reste largement inférieure à 5%, quel que soit l'élément modélisé (Tableau
111.7).
Eq. (6)
Vmod = valeur calculée par le modèle
Vexp= valeur mesurée
N = nombre total de valeurs
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Tableau III.7: Erreur moyenne relative (%) entre les valeurs expérimentales et les valeurs
données par le modèle. .
Biomasse Saccharose Xanthane Ammonium
3,6 3,0 2,6 3,8
Nitrates
1,8
Phosphates
2,0
Les valeurs des rendements déterminés par le modèle (Ymod) peuvent être comparées
aux rendements théoriques (YI) calculés à partir de la formule brute de la biomasse
déterminée au paragraphe 2.1 et aux rendements expérimentaux (R.exp) (Tableau 111.8).
Tableau 111.8: Comparaison des valeurs du rendement théorique (YI), du rendement
expérimental (R.exp) et du rendement donné par le modèle (Ymod), de conversion de l'azote
inorganique (ammonium, nitrates) et des phosphates en biomasse (X).
(ND) : Non Déterminé
Ammonium Nitrates Phosphates
(gX/gNH/) (gX/gNOn (g X/g POlO)
YI 6,25 1,85 ND
R.exp 5,9 1,33 11,4
Ymod 7,1 1,85 11,2
Les valeurs des rendements de conversion données par le modèle, sont proches de
celles obtenues théoriquement ou expérimentalement, et se situent, d'une manière générale,
dans le même ordre de grandeur.
La vérification de la cohérence des paramètres cinétiques déterminés par
l'identification paramétrique, a été réalisée par comparaison, d'une part, avec les résultats
expérimentaux, et d'autre part, avec les valeurs rapportées dans la littérature (Tableau 111.9).
Tableau 111.9: Valeurs des constantes cinétiques obtenues par modélisation (Mod) comparées
aux valeurs expérimentales (Exp) et aux valeurs rapportées dans la littérature.
(ND) : Non Déterminé
Xmax(g/l)
Yxs (g/g)
a (g/g/h)
m (g/g)
_(3 (g/g/h)
Cette étude
Exp Mod
3,3 3,3
ND 3,20
0,35 0,36
ND 0,47
0,22 0,23
Serrano-Carreon Weiss et
et coll. (1998) OHis (1980)
4,42 2,45
3 2
0,26 0,28
2 1,83
0,25 0,16
Pinches et
Pallent (1986)
2,15
1,24
0,24
0,47
0,13
Garcia-Ochoa
et Coll. (1990)
1,79
14,46
0,12
10,31
0,003
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L'ensemble des valeurs des paramètres cinétiques déterminées au cours de cette étude,
se situe dans l'ordre de grandeur des valeurs rapportées dans la littérature, exceptées celles
obtenues par Garcia-Ochoa et coll. (1990). En effet, ces auteurs obtiennent des valeurs de Yxs
et de m respectivement 5 fois et 20 fois plus fortes que celles déterminées dans cette étude.
Ceci est probablement dû à l'effet du pH. Dans les conditions de production de xanthane
définies par Garcia-Ochoa et coll. (1990), i.e. sans régulation du pH, le xanthane est produit
principalement pendant la phase de croissance, alors que lors de cultures à pH régulé, comme
c'est le cas dans cette étude et celles citées dans le tableau 111.9, la biosynthèse du xanthane a
lieu non seulement pendant la phase de croissance, mais aussi pendant la phase stationnaire.
Les paramètres « non associés» à la croissance de consommation de saccharose (a) et
de production de xanthane (B) sont très proches des valeurs expérimentales. Ces paramètres
sont, de plus, supérieurs ou égaux à ceux rapportés dans la littérature, ce qui indique que le
maintien d'une croissance résiduelle en fin de culture est favorable aux vitesses de production
de xanthane.
4.3. Validation expérimentale
Le domaine de validité d'un tel modèle est, a fortiori, borné par les plus fortes
concentrations initiales en substrats mises en œuvre dans la culture ayant permis
l'identification paramétrique. Mais, il convient de vérifier la cohérence entre l'expérience et
le modèle, dans ce domaine d'application, pour considérer le modèle comme «valide »,
Aussi, le modèle établi (équations et paramètres) peut être validé en simulant par celui-ci, une
culture réalisée dans des conditions initiales différentes, mais comprises dans le domaine
d'application, et en comparant les résultats de cette simulation avec ceux obtenus
expérimentalement. Ainsi, la première partie de la culture réalisée en présence d'une
concentration initiale en phosphates divisée par un facteur 2 (avant l'ajout de la solution de
K2HP04/KH2P04) a été modélisée (Figure 111.18).
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Figure 111.18: Evolution des concentrations en biomasse (e), en saccharose (_), en
xanthane (0), en ammonium (0), en nitrates (M, et en phosphates (T) au cours de la culture.
Les symboles représentent les résultats expérimentaux et la ligne continue, les données issues
du modèle cinétique.
Le résultat de la simulation rend compte des résultats expérimentaux, puisqu'une
bonne corrélation entre les valeurs expérimentales et les valeurs données par le modèle est
observée. Cette corrélation est illustrée par une erreur moyenne relative entre les valeurs
expérimentales et modélisées qui reste inférieure à 10% (Tableau III. 10).
Tableau 111.10: Erreur moyenne relative (%) entre les valeurs expérimentales de la culture
réalisée en présence d'une concentration en phosphates divisée par un facteur 2, et les valeurs
données par le modèle.
Biomasse Saccharose
5,1 2,5
Xanthane
4,7
Ammonium
4,4
Nitrates
2,2
Phosphates
7,0
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Ce résultat montre que le modèle établi permet ~e décrire une expérimentation réalisée
dans des conditions différentes (dans la limite du domaine de validité du modèle). Cette mise
en équation de la culture permet de réaliser des simulations prédictives avant d'entreprendre
des expérimentations. Ainsi, ce modèle permet d'estimer les performances du procédé en
fonction de formulations de milieu de culture différentes et de planifier leur déroulement.
Cependant, le domaine de validité, définissant les limites d'utilisation du modèle, est
relativement étroit. Par exemple, ce modèle ne permet pas de prédire les résultats d'une
culture au cours de laquelle les phosphates ne seraient pas limitants. Aussi, il serait nécessaire
d'élargir le domaine de validité du modèle en affinant ou en réajustant le modèle à d'autres
configurations.
Par ailleurs, les performances de production du xanthane ne sont pas uniquement liées
à la formulation du milieu de culture. En particulier, les contraintes hydrodynamiques peuvent
avoir une grande influence sur ces performances. Leur prise en considération permettrait de
compléter ce modèle. Il deviendrait alors un outil de prédiction non plus restreint aux seules
contraintes du milieu de culture, mais intégrant les différents paramètres qui peuvent
influencer la production de xanthane.
5. CONCLUSION
Des études récentes préconisent des stratégies de type « fed batch », pour améliorer les
performances de production de gomme xanthane (Roseiro et coll., 1993 ; Rajeshwari et coll.,
1995 ; Amanullah et coll., 1998c). De telles stratégies sont tout à fait envisageables à l'échelle
du laboratoire, mais l'extrapolation à l'échelle industrielle de tels procédés peut engendrer des
problèmes importants en raison de l'augmentation importante de la viscosité au cours de la
production. Notamment, du fait du caractère pseudo-plastique des moûts de fermentation de
xanthane, l'agitation représente une difficulté majeure pour assurer l'homogénéisation du
réacteur et le bon déroulement du procédé. Il est donc préférable de réaliser des cultures de
type « batch » où tous les nutriments nécessaires sont fournis au démarrage de la culture. Ces
procédés doivent répondre aux exigences économiques en terme de productivité volumétrique
et de rendement, mais aussi en terme de qualité. La qualité du produit final dépend, non
seulement de la structure intrinsèque de la molécule produite, mais aussi de son taux de pureté
après extraction. Dans le cas particulier du procédé d'extraction de la gomme xanthane, le
produit est susceptible d'être «contaminé» par des éléments (sels, insolubles, protéines, etc.)
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du milieu de production. Ces milieux doivent donc être optimisés en fonction, tant des·
contraintes économiques que des critères de qualité.
Le milieu de culture mis en œuvre au niveau des ateliers industriels de production de
gomme xanthane permet d'atteindre ces objectifs. En effet, il permet le démarrage rapide de
la croissance de la souche grâce à la consommation de la source d'azote organique,
l'accumulation de biomasse par assimilation successive des sels d'ammonium, et des sels de
nitrates s'accompagnant alors d'une diminution de l'activité métabolique mais d'un taux de
synthèse en xanthane élevé. La baisse de l'activité métabolique durant cette période, conduit à
la diminution de la demande en oxygène, ce qui évite la mise au point d'une stratégie
d'alimentation compliquée au moment où la viscosité peut entraîner des problèmes de
transferts liquide-liquide ou gaz-liquide dans le réacteur. Le ralentissement de la croissance
est accentué par la limitation de la concentration en phosphates; les phases de limitation
multiples sont souvent profitables à la biosynthèse des polymères (Egli, 1991).
L'augmentation de la concentration initiale en phosphates permettrait d'éviter la
limitation qui a lieu en fin de culture. Ainsi, le temps de culture serait amélioré, au détriment,
par contre, du rendement en xanthane. La concentration initiale en phosphates peut être
augmentée en jouant soit sur la source minérale de phosphates, soit sur la quantité du soluble
de soja, soit sur la nature de la farine employée pour le fabrication du soluble. En effet, une
partie des phosphates provient du soluble de soja et la teneur en phosphates peut dépendre des
saisons, de la nature et de la provenance géographique de la farine. Dans tous les cas,
l'augmentation de la concentration initiale en phosphates entraînerait une consommation
globale plus importante d'azote.
Pourquoi ne pas utiliser un milieu de production constitué uniquement de soluble de
soja? En effet, mis à part les problèmes significatifs de reproductibilité de la composition du
milieu de culture, l'utilisation d'azote uniquement sous forme organique devrait permettre
une accumulation bien plus rapide de la biomasse, et a fortiori, une bonne productivité.
Cependant, l'accélération de la croissance entraîne une demande en oxygène beaucoup plus
importante, ce qui nécessite un équipement industriel adapté. De plus, la partie non
consommée du soluble se retrouve dans le produit final après extraction, ce qui amoindrit sa
qualité.
La cinétique de production de gomme xanthane est décrite par un modèle de type
«non structuré ». Ce modèle, qui intègre l'effet des principaux constituants du milieu, sur les
vitesses de production de xanthane, permet d'anticiper les performances de production
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connaissant la composition initiale du milieu de culture" dans la limite du domaine de validité
du modèle. Ce domaine se borne aux concentrations des principaux constituants du milieu
mises en œuvre pour l'identification des différents paramètres et constantes, ce qui peut
constituer une limite à l'utilisation du modèle. Ainsi, il ne permet pas de répondre aux
interrogations posées ci-dessus. Par contre, cette mise en équation peut être affmée ou
réajustée en l'adaptant à d'autres configurations nutritionnelles (phosphates non limitants,
azote uniquement sous forme organique, etc.) et complétée par des équations relatives à
l'hydrodynamique des réacteurs, à la rhéologie des solutions pseudo-plastiques. Ce modèle
peut être alors considéré comme une base évolutive à la description globale du procédé de
production de xanthane.
En somme, ce milieu de culture répond très bien aux exigences industrielles. Trente
années d'une démarche basée sur l'empirisme et sur le savoir-faire technique ont donc permis
d'optimiser les conditions de culture. Quoi qu'il en soit, l'effet des différentes contraintes
environnementales aussi bien sur les vitesses et les rendements de production que sur la
nature même du xanthane, reste mal connu sur le plan physiologique. Par exemple, cette étude
a mis en évidence la sensibilité de la teneur en pyruvate dans la gomme xanthane à la
limitation en phosphates, mais les mécanismes de régulations métaboliques qui sont associés,
ne sont pas clairement identifiés. De même, ce travail a permis d'évaluer la contribution de
contraintes nutritionnelles sur les performances du procédé, mais les facteurs physiologiques
influençant les vitesses et les rendements de production ne sont pas identifiés. Pourtant,
l'amélioration rationnelle du procédé et la mise en place de stratégies d'amélioration
génétique des souches productrices nécessitent une bonne connaissance à ce niveau. Si cette
analyse cinétique constitue le pré-requis indispensable à l'obtention d'une vision globale du
métabolisme associé à la surproduction de gomme xanthane, elle doit être complétée par
l'identification des contraintes métaboliques (distribution des flux de carbone, énergétique
cellulaire).
CHAPITRE. IV
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CHAPITRe IV : PRODUCTION De XANTHANe SUR Des
SUBSTRATS CARBONes INDUSTRieLS
A l'instar du saccharose, le glucose et les polymères de glucose (amidon, sirop de
glucose) constituent des sources de carbone d'intérêt pour la production industrielle de
xanthane. Cependant, le choix de la source carbonée utilisée dépend non seulement de la
disponibilité et du prix des matières premières, mais aussi des performances du micro-
organisme "sur chacune de ces sources de' carbone. L'objectif de cette étude est, donc, de
quantifier l'effet de ces substrats industriels sur le comportement macro-cinétique de la
souche, dans le but de mettre en œuvre un procédé de production performant et peu coûteux.
Ces sources de carbone sont constituées intégralement de glucose qui peut être sous
forme libre, ou sous forme polymérisée (maltose, maltotriose ou maltodextrines) par des
liaisons glycosidiques de type a-(1,4) ou a-(1,6). Elles sont composées d'un mélange,
souvent mal défini, en ces différentes formes. La stratégie suivie vise donc tout d'abord, à
décrire le comportement cinétique lorsque les principaux constituants de ces mélanges
constituent l'unique source de carbone, avant d'étudier le comportement cinétique sur des
mélanges de plus en plus complexes en ces constituants.
La première partie de ce chapitre présente donc le comportement macro-cinétique de
la souche en présence de glucose. Dans la littérature, le glucose est la principale source de
carbone utilisée pour la production de xanthane. Pourtant, le catabolisme du glucose reste mal
connu chez Xanthomonas campestris , et est généralement assimilé à celui de Pseudomonas.
Pour compléter cette étude, la deuxième partie concerne l'étude de la production de
gomme xanthane sur maltose et sur un mélange de glucose et de maltose. Ces cinétiques
caractérisent le comportement de la souche dans un contexte nutritionnel comparable à celui
rencontré dans les cultures industrielles. Cette étude complète celle réalisée dans la première
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partie, et permet d'acquérir une connaissance physiologique plus pointue concernant le
catabolisme du glucose et des substrats constitués de glucose.
Enfin, la production de gomme xanthane à partir d'un hydrolysât d'amidon,
actuellement utilisé pour la production industrielle de gomme xanthane, et d'un sirop de
glucose est étudiée dans une troisième partie.
1. CARACTERISATION CINETIQUE DE LA PRODUCTION DE XANTHANE SUR
GLUCOSE
1.1. Production du xanthane et de la biomasse, consommation des
substrats
Une culture de X campestris a été réalisée en réacteur de 20 litres en présence de
glucose ([Glucose]initiale = 40 g/l) dans des conditions identiques à celles décrites au chapitre
III (milieu de culture, conduite du procédé, etc.) afin d'identifier spécifiquement l'effet de la
source de carbone. Cette culture a pour but de caractériser le comportement cinétique en
terme de croissance et de production de gomme xanthane lorsque ce substrat est la source de
carbone.
'La concentration en biomasse a été déterminée comme au chapitre III (mesure de la
. densité optique, analyse élémentaire de la biomasse, mesure de la concentration en protéines,
etc.). Son évolution est proche de celle observée sur saccharose (Figure IV.I). En effet, après
une phase d'augmentation dans une première partie de la culture, la concentration en
biomasse se stabilise durant la dernière partie à 3,5 g/l. Le xanthane est accumulé tout au long
de la culture pour atteindre 22 g/l en fin de culture. Par contre, la durée de la culture est
beaucoup plus longue que sur saccharose, puisque le glucose n'est totalement épuisé qu'à
partir de t = 70 heures. La concentration initiale en glucose (40 g/l) est pourtant inférieure à
celle fixée lors de la culture sur saccharose (44 g d'équivalent glucose/l). De plus, sur
glucose, des traces de gluconate sont détectées dans le milieu de culture avec un optimum
d'accumulation vers t = 50 heures (jgluconatej-j; = 0,5 g/l). La présence de gluconate
extracellulaire pourrait s'expliquer par le mode d'assimilation du glucose. En effet, deux
systèmes distincts d'assimilation du glucose peuvent être présents conjointement chez X
campestris. Le premier conduit au glucose-ô-phosphate (G6P) par l'intermédiaire d'une
phosphorylation intracellulaire, le second au 6-phosphogluconate (6PG) via un système
périplasmique oxydatif (Figure 1.5). Le gluconate est un intermédiaire de cette seconde voie,
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et sa présence dans le milieu suggère qu'une partie du flux de glucose entre dans la cellule via
ce système.
..-..
..-.. ..-..
'Bb 3.5 -
- 25 ~~ 40 '-'
Il) ~ 3.0 Il)rn rn 0 â0 Cl:!] 30 § 2.5 20.s
Cl) .... â
5 ~ 2.0 15 ~
§ 20 Il) 5§ 1.5 1:1
..... 10 .91 '.z;:l 1i!10 .s 1.0 ~5 5s o 0.5 g0 1:1
U 0 0 0 0u 0.0 u
0 10 20 30 40 50 60 70
Age (h)
Figure IV.I: Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0) et en
glucose (_) au cours de la culture sur glucose.
En ce qui concerne les évolutions des concentrations en azote minéral et en phosphate,
les mêmes événements que ceux décrits sur saccharose, sont observés sur glucose (Figure
IV.2). En effet, la consommation des nitrates succède à la consommation d'ammonium, et les
sels de phosphate deviennent limitants en cours de culture (t = 35 heures).
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Figure IV.2 : Evolution des concentrations en NH/ (0), en N03- (~) et de la concentration
en phosphate (...) au cours de la culture sur glucose.
Comme cela a été réalisé au chapitre III, le suivi des différentes formes d'azote
présentes dans le milieu a permis de vérifier le bilan sur l'azote tout au long de culture. Ce
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bilan montre effectivement une bonne corrélation entre la quantité produite et la quantité
consommée (résultat non présenté).
1.2. Composition du xanthane en acétate et en pyruvate
La composition de la gomme xanthane en acétate et en pyruvate varie au cours de la
culture (Figure IV.3). Comme sur saccharose, la teneur en pyruvate diminue en fin de culture.
Initialement, 0,5 mole de pyruvate est intégrée par mole d'unité pentasaccharidique, alors
qu'en fin culture, aucune molécule de pyruvate n'y est incorporée
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Figure IV.3: Variation de la teneur en pyruvate (e) et en acétate (0) dans le xanthane au
cours de la culture sur glucose, exprimée en pourcentage massique cumulé (A) et en nombre
de mole incorporée par mode d'unité pentasaccharidique à chaque instant de la culture (B).
Au contraire de la teneur en pyruvate, la teneur en acétate augmente régulièrement
durant la totalité de la culture de 4% à t = 10 heures à 7% en fin de culture, ce qui correspond
à 0,75 mole d'acétate par mole d'unité pentasaccharidique en début de culture, et à 1,4 moles
en fin de culture. Dans la mesure où le groupement acétyle est fixé sur le C6 du premier
mannose de la chaîne latérale, le nombre de mole d'acétate par mole d'unité de xanthane ne
peut théoriquement pas dépasser 1. Cependant, Sutherland (1993) rapporte que le
polysaccharide produit par certaines souches, et en particulier par des souches de X oryzae,
peut contenir 2 groupes acétyles sur le résidu mannose interne. Dans ce contexte, il n'est pas
surprenant que le nombre de moles d'acétate incorporé dans une unité pentasaccharidique soit
supérieur à 1.
Ces variations de la teneur en acétate et en pyruvate ont par contre peu d'influence sur
la masse molaire de l'unité pentasaccharidique résultante. Ainsi, la masse molaire de cette
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unité est considérée constante et égale à la valeur moyenne de 903 g/mol, ce qui correspond à .
0,5 mole de pyruvate et 1 mole d'acétate par mole d'unité pentasaccharidique de xanthane.
1.3. Vitesses spécifiques et rendements instantanés
L'analyse des vitesses spécifiques montre clairement que, sur glucose, des cinétiques
plus faibles que celles observées sur saccharose sont obtenues (Figure IVA). Cependant,
l'évolution des vitesses spécifiques est similaire puisque une période de forte activité
métabolique précède une période pendant laquelle les vitesses spécifiques diminuent en
association avec la chute du taux de croissance.
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Figure IV.4: Evolution des vitesses spécifiques de croissance, Il (e), de consommation de
substrat, qs(+), de production de xanthane, Uxanthane (0), et de C02, UC02 (0) au cours de la
culture sur glucose. En ligne pointillée, les vitesses spécifiques mesurées sur saccharose.
Comme sur saccharose, la diminution des vitesses spécifiques s'accompagne d'un
« shift » du flux de carbone de la synthèse de biomasse vers la production de xanthane, et les
valeurs des rendements instantanés de la biomasse, du xanthane et du C02 se situent dans le
même ordre de grandeur que celles mesurées sur saccharose (Figure IV.5).
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Figure IV.5: Evolution des rendements instantanés de la biomasse (e ; -), du xanthane
(0 ;---) et du C02 (0 ; ....) au cours des cultures sur glucose (symboles) et sur saccharose
(lignes). Les rendements sont calculés en mole de carbone en tenant compte des variations de
la composition de la gomme xanthane.
Le rendement global en xanthane est proche de celui obtenu sur saccharose (Tableau
IV.1). Par contre, les faibles vitesses spécifiques ont évidemment pour conséquence de
diminuer les performances globales du procédé. Sur glucose, la durée de la culture est plus
importante et la productivité fortement diminuée.
Tableau IV.I: Comparaison des performances de production de xanthane par la souche de X
campestris ATCC 13951 sur saccharose et sur glucose.
t calculée à partir du rendement massique en xanthane par rapport au substrat consommé, et à
la durée de la culture, exprimée en g de xanthane/g d'équivalent glucose/h.
Saccharose Glucose
49 72
0,63 ± 0,03 0,61 ± 0,03
Durée de la culture (h)
Rendement Xanthane
(CmollCmol)
Productivité (10-2g1g/h) t 1,16 ± 0,06 0,76 ± 0,04
1.4. Discussion
Cette étude montre que l'utilisation du glucose réduit considérablement les
performances cinétiques du procédé de production de gomme xanthane, si bien que cette
source de carbone ne constitue pas un substrat industriel avantageux. Comparativement à ce
qui est observé sur saccharose, l'assimilation du glucose se traduit principalement par une
diminution de l'ensemble des vitesses spécifiques. Autrement dit, l'activité métabolique
globale est fortement ralentie lorsque le substrat utilisé est le glucose. Une des hypothèses
généralement admise pour expliquer ce type de phénomène, serait le contrôle cinétique du
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flux carboné dans le réseau métabolique central par les premières étapes de l'assimilation. Par
exemple, la production de succinoglucane est contrôlée par le transport du glucose chez
Agrobacterium radiobacter (Cornish et coll, 1988). Toutefois, la situation est extrêmement
floue concernant le mode d'assimilation du glucose par X campestris au niveau de ces
premières étapes (système de transport et enzymes assurant la phosphorylation
intracellulaire), en raison de la coexistence des deux voies d'entrée du glucose, évoquées au
paragraphe 1.1 de ce chapitre. En effet, si Pseudomonas assimile clairement le glucose par la
voie phosphorylative intracellulaire en excès de ce substrat (Whiting et coll., 1976), aucune
étude ne permet d'affirmer ou d'infirmer que la situation est identique chez X campestris.
2. CARACTERISATION CINETIQUE DE LA PRODUCTION DE XANTHANE SUR
MALTOSE ET SUR UN MELANGE DE GLUCOSE ET DE MALTOSE
2.1. Production du xanthane sur maltose
Une culture de X campestris a été réalisée en réacteur de 20 litres en présence de
maltose ([maltose]initiaie = 38 g/l). Elle se caractérise par une courte durée (45 heures) et par
l'accumulation de glucose dans le milieu extracellulaire en cours de culture qui est ensuite
totalement consommé (Figure IV.6).
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Figure V.G: Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0), en maltose (_)
et en glucose (.) au cours de la culture sur maltose.
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Si le maltose est transporté dans la cellule de X campestris par une protéine
périplasmique affine, spécifique de ce disaccharide, comme cela est le cas pour de
nombreuses bactéries (Escherichia coli, Aeromonas hydrophila, Yersinia enterocolitica),
l'accumulation de glucose dans le milieu extracellulaire serait liée à son excrétion par la
cellule (« overflow »), Cet « overflow » de glucose serait alors provoqué par une limitation du
flux carboné au niveau des premières étapes d'assimilation de ce substrat dans la cellule
(Figure IV.7). Ces premières étapes peuvent être la phosphorylation du glucose par la
glucokinase en G6P, ou l'assimilation du G6P dans le métabolisme central par la glucose-6-
phosphate déshydrogénase (G6PdH). En effet, cet enzyme, qui catalyse l'oxydation
irréversible du G6P en 6PG, constitue la porte d'entrée de la voie d'Entner-Doudoroff (ED).
Son activité est soumise à d'importantes régulations, et en particulier, à l'inhibition par l' ATP
ou le NAD(P)H,W, i.e. dans des conditions d'excès d'énergie.
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Figure IV.7: Voie d'assimilation du maltose
En fin de culture, la concentration en xanthane est de 20 g/l. L'évolution de la
concentration en biomasse est similaire à celle déjà observée sur glucose et sur saccharose. En
effet, la phase de croissance de la souche est suivie d'une phase pendant laquelle cette
croissance est fortement ralentie.
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Malgré ce phénomène « d'overflow », la consommation globale de substrat, (exprimée
par qs, qui intègre l'accumulation du glucose puis sa reconsommation) est très rapide (Figure
IV.S). D'une manière générale, les cinétiques imposées par ce substrat sont meilleures que
celles obtenues sur glucose. Pourtant, exceptées les premières étapes d'assimilation, les voies
métaboliques sont identiques sur l'un ou l'autre de ces substrats. Ceci suggère que, sur
glucose, le flux de carbone dans le métabolisme central serait limité par la capacité de
transport du substrat.
Par ailleurs, il est frappant de constater l'analogie entre l'évolution et les valeurs des
vitesses spécifiques observées sur maltose, avec celles obtenues sur saccharose. Pourtant, des
différences significatives au niveau du catabolisme de ces deux substrats sont susceptibles
d'exister selon en particulier le mode de phosphorylation de la partie fructose du saccharose
(Voir discussion). De même, l'évolution des rendements instantanés au cours de ces deux
cultures est similaire (résultat non présenté).
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Figure IV.S: Evolution des vitesses spécifiques de croissance, ~ (.), de consommation de
substrat, qs(T), de maltose (_, mmol maltose/g/h) et de glucose (., mmol glucose/g/h) en
incrustation, de production de xanthane, Uxanthane (0), et de C02, UC02 (0) au cours de la
culture sur maltose. En ligne pointillée, les vitesses spécifiques mesurées sur saccharose.
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Comparativement au glucose, le maltose permet d'améliorer nettement la productivité
de gomme xanthane (Tableau IV.2). Elle est alors comparable à celle obtenue sur saccharose.
Le rendement global en xanthane s'avère plus faible sur maltose que sur les deux autres
substrats, mais reste tout à fait correct.
Tableau IV.2: Comparaison des performances de production de xanthane par la souche de X
campestris ATCC 13951 sur saccharose, sur glucose et sur maltose.
t calculée à partir du rendement massique en xanthane par rapport au substrat consommé, et à
la durée de la culture, exprimée en g de xanthane/g d'équivalent glucose/h.
Saccharose Glucose Maltose
Durée de la culture (h) 49 72 45
Rendement Xanthane 0,63 ± 0,03 0,61± 0,03 0,57 ± 0,03
(Cmol/Cmol)
Productivité (10-2 g/g/h) t 1,16 ± 0,06 0,76 ± 0,04 1,18 ± 0,06
2.2. Production du xanthane sur un mélange de glucose et de maltose
Les études au laboratoire s'effectuent généralement dans des conditions où le glucose
est l'unique source de carbone. Ces conditions diffèrent cependant des conditions réelles
rencontrées par le micro-organisme lors des cultures industrielles. En effet, la source de
carbone est susceptible d'être sous différentes formes. L'une des principales sources de
carbone utilisées industriellement est notamment l'amidon. Celui-ci subit des étapes
préalables d'hydrolyse qui conduisent à la production non seulement de glucose, mais aussi
de différents polymères de glucose (maltose, maltotriose, et polymères de degrés de
polymérisation divers). L'objectif de cette culture est donc de caractériser le comportement
macro-cinétique de la souche productrice vis-à-vis d'un mélange reconstitué de glucose et de
maltose, qui constituent les produits majoritaires de l'hydrolyse de l'amidon.
Ainsi, une culture de X campestris a été réalisée en réacteur de 20 litres en présence
d'un mélange de maltose ([maltose]initiale = 14 g/l) et de glucose ([glucose]initiale = 27 g/l). La
concentration initiale en sucres, exprimée en g de glucose par litre, est de 42 g/l environ.
Deux phases distinctes caractérisent la consommation des substrats: une première phase
pendant laquelle le maltose et le glucose sont co-consommés, puis, après épuisement du
maltose à t = 32 heures, une seconde phase pendant laquelle le glucose seul est consommé
(Figure IV.9). La culture s'arrête après 60 heures. La concentration en xanthane atteint alors
22 g/l. La concentration en biomasse se stabilise en fin de culture à 3 g/l.
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Figure IV.9: Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0), en maltose
(_) et en glucose (.) au cours de la culture sur le mélange de maltose et de glucose.
Pendant les trente premières heures de la culture, qui correspondent à l'assimilation
concomitante du glucose et du maltose, les vitesses spécifiques présentent une bonne analogie
avec celles mesurées au cours de la culture sur maltose (Figure IV.lO). Au delà, mis à part le
taux de croissance, les vitesses spécifiques ralentissent fortement et se stabilisent à des
valeurs inférieures à celles observées sur maltose. Dans cette phase de la culture, les vitesses
spécifiques mesurées sur le mélange sont alors corrélées à celle mesurées sur glucose. En fait,
les deux phases de consommation de substrat décrites ci-dessus se répercutent sur le
comportement cinétique de la souche.
Chapitre IV : 'Production de xanthane sur des substrats carbonés industriels - 111 -
-
Age (h)
10 20 30 40 50 60 0
Age (h)
0.12 .-----------,r------------, 0.40
0.10 0.35 ~
0.30 .-
-- 0.08 025 0
- . ,8,
'e 0.06 0.20 §.
::t 0.15 ~0.04 ..s
0.10 !il
0.02 0.05 ::t
__0.00 0.00
~ 5 7
~ 6
~ 4
u 5
~ 3 4
1 2 ~
~ 1 1
~ 0 0
o 10 20 30 40 50 60 70
Figure IV.IO: Evolution des vitesses spécifiques de croissance, J.l (e), de consommation de
substrat, qs(T), de maltose (_, mmol maltose/g/h) et de glucose (., mmol glucose/g/h) en
incrustation, de production de xanthane, Uxanthane (0), et de COz, Ucoz (0) au cours de la
culture sur le mélange de maltose et de glucose. En ligne pointillée, les vitesses spécifiques
mesurées sur maltose et en ligne discontinue, les vitesses spécifiques mesurées sur glucose.
La première partie de la culture correspond en effet à la phase de co-consommation de
maltose et de glucose. Au cours de cette phase, les vitesses spécifiques de consommation du
maltose et du glucose (en incrustation) sont plus faibles que celles mesurées pour chacune de
ces sources de carbone mises en œuvre séparément. Par conséquent, la vitesse spécifique
globale de consommation de substrat (qs) est inférieure à la vitesse spécifique théorique de
consommation de substrat (q, théorique), correspondant à la co-consommation du maltose et
du glucose. Cette valeur théorique peut être calculée par l'addition des vitesses spécifiques de
consommation de maltose et de glucose, lorsque ces substrats sont l'unique source de
carbone. A titre d'exemple, lorsque ces vitesses spécifiques sont maximales, la vitesse
spécifique globale théorique maximale de consommation de substrat est égale à 6,3 mmol de
glucose/g/h (q.max sur maltose = 4 mmol de glucose/g/h, et qanax sur glucose = 2,3 mmol de
glucose/g/h). La vitesse spécifique maximale de consommation de substrat pendant cette
culture est donc nettement inférieure au qsthéorique puisqu'elle est de 4 mmol de glucose/g/h.
En définitive, les vitesses spécifiques de consommation de maltose et de glucose ne sont pas
additives en condition de co-consommation de ces substrats. Le qs maximum semble de plus,
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atteindre une valeur limite autour de 3,75 mmol/g/h . (3,5 mmol/g/h sur saccharose, 4
mmol/g/h sur maltose et 4 mmol/g/h sur le mélange). Ce résultat laisse penser que la vitesse
d'assimilation est non pas contrôlée par la capacité transport, comme cela est observé sur
glucose, mais régulée à une vitesse limite, au niveau du catabolisme central.
La seconde partie de la culture correspond à la phase de consommation de glucose
seul. Les vitesses spécifiques correspondent effectivement à celles précédemment mesurées
sur glucose.
Les évolutions des rendements instantanés sont proches de celles déjà observées sur
saccharose, glucose ou maltose (résultats non présentés). De même, le rendement global en
xanthane est identique à ceux observés sur les autres substrats carbonés (Tableau IV.3). Par
contre, en raison de la durée importante de la culture, la productivité est significativement
plus faible que sur saccharose ou sur maltose. Ceci s'explique par la chute rapide des vitesses
spécifiques observée pendant la phase de consommation de glucose seul. En accord avec le
résultat obtenu sur glucose comme seule source de carbone, cette phase contribue à diminuer
les performances du procédé.
Tableau IV.3: Comparaison des performances de production de xanthane par la souche de X
campestris ATCC 13951 sur saccharose, sur maltose, sur glucose et sur un mélange de
glucose et maltose.
t calculée à partir du rendement massique en xanthane par rapport au substrat consommé, et à
la durée de la culture, exprimée en g de xanthane/g d'équivalent glucose/h.
Saccharose Maltose Glucose Mélange
maltose/glucose
Durée de la culture (h) 49 45 72 60
Rendement Xanthane 0,63 ± 0,03 0,57 ± 0,03 0,61 ± 0,03 0,60 ± 0,03
(Cmol/Cmol)
Productivité (10-2 g/g/h) t 1,16 ± 0,06 1,18 ± 0,06 0,76 ± 0,04 0,87 ± 0,04
2.3. Discussion
Contrôle des cinétiques et voies métaboliques
Cette analyse cinétique met en évidence une corrélation étroite entre la vitesse
spécifique de consommation de substrat (qs) et la vitesse spécifique de production de
xanthane (Uxanthane)' En effet, le maltose impose une vitesse spécifique de consommation plus
élevée que le glucose, et permet d'augmenter celle de production de xanthane. De même, quel
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que soit le substrat, la diminution de la vitesse spécifique de consommation au cours d'une-
culture, liée à la chute du taux de croissance (u), entraîne la diminution de la vitesse
spécifique de production de xanthane. Cette corrélation entre le qg et Uxanthane s'illustre
parfaitement pendant la phase de forte diminution du u, en réponse aux changements des
contraintes environnementales (Figure IV.11).
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Figure IV.ll: Corrélation entre la vitesse spécifique de production de xanthane (Uxanthane) et
la vitesse spécifique de consommation de substrat (qg) pour les cultures sur saccharose (0),
maltose (V) et glucose (0).
Pendant cette phase caractéristique, la corrélation linéaire observée entre le qg et le
Uxanthane est identique quel que soit le substrat carboné mis en œuvre. Ce résultat laisse
entrevoir une similitude au niveau des contraintes métaboliques sur glucose, sur maltose et
sur saccharose. Pourtant, les voies métaboliques empruntées par les flux de carbone, et les
régulations métaboliques associées, peuvent être potentiellement différentes selon le substrat
utilisé (Figure IV.12).
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Figure IV.12: Schéma simplifié des voies métaboliques d'assimilation du glucose, du
saccharose et du maltose.
La situation métabolique du maltose apparaît la plus simple. Le maltose entre dans la
cellule par un système de transport spécifique, et son assimilation conduit à la synthèse de
G6P par l'intermédiaire d'hexokinases. Le G6P peut alors rejoindre les voies de biosynthèse
du xanthane ou les voies cataboliques. En revanche, le glucose peut être assimilé soit via le
système phosphorylatif intracellulaire, soit via le système oxydatif périplasmique. Dans le
premier cas, la voie métabolique d'assimilation du glucose est identique à celle du maltose.
Dans le second cas, l'assimilation du glucose conduit à la synthèse de 6PG, et la production
de xanthane dépend de la capacité de la souche à « recycler» le flux de carbone vers la voie
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de biosynthèse de xanthane. La situation métabolique est encore plus complexe en ce qui
concerne le saccharose, en raison de la partie fructose du disaccharide. Celle-ci peut conduire
à la synthèse de G6P selon, non seulement, son mode d'assimilation, mais aussi, l'orientation
du flux carboné au niveau du fructose-I,6-diphosphate (FDP). Dans une configuration où la
partie fructose conduit au G6P, les contraintes métaboliques sont alors comparables à celles
du maltose. L'emprunt de voies métaboliques communes est l'explication la plus simple et la
plus évidente pour expliquer la corrélation entre les vitesses spécifiques de consommation de
substrat et de production de xanthane. Néanmoins, à ce stade de l'étude, il n'est pas possible
d'avoir une position définitive.
Contrôle du flux par la G6PdH
Au delà du transport des substrats, le flux métabolique semble contrôlé par les
premières étapes de leur assimilation. Ceci est illustré par le phénomène « d'overflow» de
glucose observé sur maltose (un phénomène « d' overflow » identique a été observé au cours
d'une culture réalisée sur saccharose (Chapitre III, Paragraphe 3.1», et par le fait que les
vitesses spécifiques de consommation de maltose et de glucose ne soient pas additives en
condition de co-consommation. Le contrôle du flux par les premières étapes d'assimilation
peut se situer au niveau de l'étape de phosphorylation intracellulaire (hexokinase) ou au
niveau de la G6PdH. Mais, cette dernière étape constitue véritablement un point de contrôle,
non seulement pour l'assimilation du G6P dans les voies cataboliques, mais aussi pour la
biosynthèse de xanthane. En effet, l'inhibition de l'activité enzymatique de la G6PdH dans
des conditions d'excès d'énergie, peut avoir comme conséquence l'augmentation de la
concentration intracellulaire de G6P, favorable à la production de xanthane. Cependant,
l'accumulation excessive de G6P dans la cellule peut conduire à une rétroinhibition du
transport du substrat ou à l'excrétion de glucose. Le devenir du G6P constitue donc un
« nœud» métabolique potentiellement important pour la production de xanthane. L'élasticité
de ce « nœud» et la distribution des flux de carbone issus du G6P sont donc des paramètres
pouvant être estimés par une approche de génie métabolique et sont discutés au chapitre VI.
Chapitre IV :"Production de xanthane sur des substrats carbonés Industriels - 116 -
3. CARACTERISATION CINETIQUE DE LA PRODUCTION DE XANTHANE SUR
DES SUBSTRATS INDUSTRIELS
3.1. Production du xanthane sur amidon
La mise en œuvre industrielle de l'amidon nécessite des traitements enzymatiques
préalables pour réaliser son hydrolyse. L'excrétion d'amylases permet à X campestris de
produire du xanthane à partir d'amidon natif. Cependant, l'activité naturelle de ces enzymes
est faible ce qui nécessite l'addition à l'échelle industrielle de différents enzymes
amylolytiques exogènes, qui permet l'hydrolyse plus rapide des préparations d'amidon,
encore appelées hydrolysâts d'amidon. Les propriétés et les caractéristiques de ces
hydrolysâts doivent être adaptées au procédé de production de gomme xanthane et sont
fonction des enzymes utilisés, de leur concentration et de la durée de l'hydrolyse. Ces
différents paramètres ont été optimisés par une démarche essentiellement basée sur
l'empirisme. L'amidon subit une première étape de liquéfaction par une activité a-amylase,
qui est ensuite désactivée lors de la stérilisation. La liquéfaction conduit aux maltodextrines
qui correspondent à des oligosaccharides linéaires ou ramifiés de 5 à 10 unités de glucose
Cette étape vise principalement à améliorer le facteur de solubilité des molécules natives
d'amylose et d'amylopectine. Puis, avant l'ensemencement du réacteur, l'amidon subit une
seconde étape de saccharification par une activité amyloglucosidase. Les maltodextrines sont
alors hydrolysées en petits oligosaccharides de type glucose, maltose, et maltotriose.
L'enzyme reste potentiellement actif pendant la culture. La concentration initiale en amidon
est de 47 g/l, ce qui est équivalent à 44 g de glucose/l environ, en tenant compte de la pureté
et du taux de ramification.
Le produit de ces traitements enzymatiques, nommé hydrolysât d'amidon, constitue un
système extrêmement hétérogène, composé d'une phase soluble et d'une phase insoluble, de
glucose, de maltose, de maltotriose et de maltodextrines. Dans ce contexte, il est impossible
de doser la concentration des différents oligosaccharides au cours de la culture, et donc de
déterminer les cinétiques de consommation de la source carbonée; d'autant plus que les
concentrations en ces oligosaccharides sont susceptibles de varier, en raison non seulement de
leur consommation par la cellule, mais aussi de l'activité de l'amyloglucosidase. Ainsi, en
début de culture, les concentrations en glucose, en maltose et en maltotriose ne représentent
que 60% (g/g) du glucose total initial (Figure IV.13).
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Figure IV.13: Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0), en
maltotriose ("'), en maltose (.) et en glucose (.) au cours de la culture sur l'hydrolysât
d'amidon.
Alors que les concentrations en maltose et en maltotriose diminuent (elles deviennent
nulles à t = 35 heures), la concentration en glucose augmente dans un premier temps en raison
de la production de novo de glucose par l' amyloglucosidase. La concentration se stabilise
alors autour de 25 g/l, puis elle diminue et est totalement épuisée à t = 58 heures. La culture
s'arrête à cet instant ce qui signifie que la totalité de l'amidon assimilable est consommé. Les
concentrations en biomasse et en xanthane atteignent respectivement 3,75 g/l et 24 g/l.
Les performances de production sur cet hydrolysât d'amidon sont plus faibles que
celles déterminées sur saccharose, mais significativement meilleures que celles obtenues sur
le mélange de glucose et de maltose (Tableau IVA). Par analogie avec les résultats obtenus
sur ce mélange, une phase de co-consommation de glucose, de maltose et de maltotriose (et
d'autres polymères de glucose peut être) précède probablement une phase de consommation
de glucose seul. D'après les résultats précédents, cette phase s'avère pénalisante pour les
performances de production de xanthane. Elle correspond à la consommation de 20 g/l de
glucose en 25 heures environ. En fait, du taux d'hydrolyse de l'amidon, et donc de la maîtrise
de cette réaction, dépend la durée de la culture. En effet, si l'hydrolyse est totale avant
l'ensemencement du réacteur par la souche productrice, les cinétiques de production de
xanthane seront faibles. Par contre, une optimisation de l'hydrolyse pourrait conduire à la
diminution de la durée de la phase correspondant à la consommation de glucose seul.
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Tableau IV.4: Comparaison des performances de production de xanthane par la souche de X·
campestris ATCC 13951 sur saccharose, sur maltose, sur glucose, sur le mélange de glucose
et de maltose et sur amidon.
t calculée à partir du rendement massique en xanthane par rapport au substrat consommé, et à
la durée de la culture, exprimée en g de xanthane/g d'équivalent glucose/h.
Saccharose Maltose Glucose Mélange Amidon
maltose/glucose
Durée de la culture (h) 49 45 72 60 58
Rendement Xanthane 0,63 ± 0,03 0,57 ± 0,03 0,61± 0,03 0,60 ± 0,03 0,61± 0,03
(Cmol/Cmol)
Productivité 1,16 ± 0,06 1,18 ± 0,06 0,76 ± 0,04 0,87 ± 0,04 0,94 ± 0,05
(10-2 gIg/h) t
3.2. Production du xanthane sur un sirop de glucose
Si l'amidon constitue une matière première bon marché et facilement disponible, sa
mise en œuvre s'avère délicate pour atteindre de bonnes productions de xanthane.
Notamment, la maîtrise des étapes d'hydrolyse peut jouer de manière significative sur les
performances de production. Cette maîtrise n'est pas évidente à l'échelle industrielle, ce qui
peut entraîner des résultats de production- peu reproductibles. Une alternative consisterait à
utiliser des sirops de glucose.
Une cinétique de production de xanthane a été dans un premier temps caractérisée, en
réacteur de 20lïtres, en présence d'un sirop de glucose, essentiellement composé de glucose
(49% de la matière sèche), de maltose (36% de la matière sèche) et de maltotriose (9% de la
matière sèche). Ce sirop présente un double intérêt:
./d'un point de vue pratique, les concentrations en ces trois composants sont suivies
facilement au cours de la culture, ce qui permet alors une détermination précise des cinétiques
de production.
./il offre de plus un point de comparaison avec les cinétiques obtenues sur le mélange
reconstitué de glucose et de maltose.
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La consommation de substrat se caractérise par trois phases distinctes (Figure IV.14).
La première phase se caractérise par la co-consommation de maltotriose, de maltose et de
glucose. Après l'épuisement du maltotriose, une deuxième phase concerne la co-
consommation de maltose et de glucose. Enfin, au cours des dernières heures de la culture où
à son tour le maltose est épuisé, la consommation de glucose seul est observée. Le substrat
carboné est totalement épuisé à t = 50 heures de culture environ. La concentration en
xanthane est alors de 23 g/l et celle de biomasse est de 3,3 g/l.
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Figure IV.14: Evolution des concentrations en biomasse (e), en xanthane (0), en
maltotriose (Â.), en maltose (_) et en glucose (.) au cours de la culture sur le sirop de
glucose.
La première phase de culture est caractérisée par une activité métabolique
extrêmement intense (Figure IV.15). Pendant les vingt cinq premières heures de la culture, les
vitesses spécifiques de consommation de substrat et de production de xanthane sont nettement
supérieures à celles mesurées non seulement sur le mélange de glucose et de maltose, mais
aussi sur les autres substrats étudiés. Cette période correspond à la phase de co-consommation
de glucose, de maltose et de maltotriose.
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Figure IV.15: Evolution des vitesses spécifiques de croissance, J.L (e), de consommation de
substrat, q, (T), de maltotriose (Â., mmol maltotriose/g/h), de maltose (_, mmol maltose/g/h)
et de glucose (., mmol glucose/g/h) en incrustation, de production de xanthane, Uxanthane (0),
et de C02' UC02 (0) au cours de la culture sur le sirop de glucose. En ligne pointillée, les
. vitesses spécifiques mesurées sur le mélange de glucose et de maltose.
Les vitesses spécifiques de consommation de maltose et de glucose, prises
individuellement, ne sont pas radicalement plus élevées que celles mesurées sur le mélange de
glucose et de maltose. Ainsi, l'augmentation du qs apparaît associée à la consommation du
maltotriose. Si, comme E. coli (Kellerman et Szmelcman, 1974), X campestris possède des
transporteurs spécifiques du maltose et des maltodextrines, l'amélioration des vitesses
spécifiques peut être la conséquence de l'augmentation du flux d'entrée de carbone. Ce flux
serait alors la résultante du flux d'entrée du glucose, du maltose et du maltotriose. Ce résultat
indique que les premières étapes du métabolisme peuvent assurer des flux plus importants sur
le sirop de glucose, ce qui constitue une contradiction avec les résultats précédents. En effet,
sur saccharose, mais aussi sur maltose et sur le mélange de glucose et de maltose, les flux de
carbone dans les premières étapes du métabolisme semblent limités à une même valeur
maximale (3,75 mmol/g/h environ), alors que, sur le sirop de glucose, la valeur maximale du
qs atteint une valeur supérieure de 5 mmol/g/h. L'augmentation des flux à ce niveau du
métabolisme peut être la conséquence d'une variation des contraintes métaboliques, et en
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particulier, de la balance énergétique. Ces variations peuvent, en effet, se répercuter sur la
régulation des activités enzymatiques des hexokinases ou de la G6PdH.
Cependant, pendant cette période, la vitesse spécifique d'assimilation du substrat reste
largement inférieure à son potentiel. La vitesse spécifique de consommation de maltotriose
n'a pas été déterminée lorsque ce substrat constitue l'unique source de carbone. Mais, le qs
maximum mesuré sur sirop de glucose (5 mmollg/h) reste inférieur au qs théorique défini
précédemment (6,3 mmollg/h), qui ne prend en considération que les vitesses spécifiques de
consommation de maltose et de glucose. Le qsthéorique serait obligatoirement plus élevé en
considérant la vitesse spécifique de consommation de maltotriose. Aussi, ce résultat suggère
que les premières étapes du métabolisme assurent tout de même un contrôle sur la vitesse
d'assimilation du substrat.
De plus, cette phase de forte activité métabolique est relativement courte. En effet, une
chute graduelle des vitesses spécifiques est observée. Les vitesses sont alors similaires à
celles déterminées sur le mélange de glucose et de maltose. Cette diminution des vitesses
spécifiques correspond successivement aux phases de co-consommation de maltose et de
glucose, et à la phase ultime de la culture pendant laquelle seul le glucose est consommé.
Les évolutions des rendements instantanés sont proches de celles déjà observées sur
les divers substrats carbonés étudiés précédemment (résultats non présentés). De même, le
rendement global en xanthane est identique à ceux observés sur les autres substrats carbonés
(Tableau IV.5). Malgré les vitesses spécifiques élevées mesurées en début de culture, les
performances globales du procédé ne sont pas améliorées comparativement à celles
déterminées sur saccharose. La dernière phase de la culture, qui correspond à la
consommation de glucose seul, apparaît, à nouveau particulièrement pénalisante.
Les performances de production de gomme xanthane sont, cependant, nettement
améliorées sur ce sirop par rapport à celles mesurées sur le mélange de glucose et de maltose.
Pourtant, exceptée la présence de maltotriose, la composition initiale en glucose et en maltose
est relativement proche pour ces deux sources de carbone bien que le taux d'hydrolyse soit
plus faible dans le sirop (50% sur le sirop de glucose et 64% sur le mélange). Cependant, ce
taux d'hydrolyse plus faible engendre une durée de la phase de co-consommation de maltose
et de glucose beaucoup plus longue. Ainsi, lorsque le maltose et le maltotriose sont
complètement épuisés, la fin de la phase de production de xanthane est réalisée sur 7 g/l de
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glucose environ dans le cas où le sirop de glucose est le substrat, alors qu'il reste 17 g/l de
glucose à consommer au cours de la culture sur le mélange de maltose et de glucose.
Enfin, la mise en œuvre de ce sirop de glucose permet d'atteindre des performances de
production supérieures à celles obtenues sur l'amidon. Ce résultat s'explique aussi par la
réduction de la durée de la dernière phase de la culture sur le glucose seul. Le contrôle du
taux d'hydrolyse permet donc de maîtriser les cinétiques de production de xanthane. D'un
point de vue pratique, ce résultat montre donc que ce sirop de glucose présente une
potentialité très intéressante pour une mise en œuvre à l'échelle industrielle.
Tableau IV.S: Comparaison des performances de production de xanthane par la souche de X
campestris ATCC 13951 sur saccharose, sur le mélange de maltose et de glucose, sur
l'amidon et sur le sirop de glucose.
t calculée à partir du rendement massique en xanthane par rapport au substrat consommé, et à
la durée de la culture, exprimée en g de xanthane/g d'équivalent glucose/h.
Saccharose Mélange Amidon
maltose/glucose
Durée de la culture (h)
Rendement Xanthane
(CmollCmol)
Productivité (10-2 g/g/h) t
49
0,63 ± 0,03
1,16 ± 0,06
60
0,60 ± 0,03
0,87 ± 0,04
58
0,61 ± 0,03
0,94 ± 0,05
Sirop de
glucose
50
0,61 ± 0,03
1,10 ± 0,06
4. CONCLUSION
L'objectif du travail présenté dans ce chapitre est double: acquérir des informations
concernant le catabolisme de Xanthomonas campes tris vis-à-vis de substrats carbonés à
caractère industriel (hydrolysât d'amidon et sirop de glucose) et identifier les contraintes
cinétiques qu'ils imposent sur le procédé de production de gomme xanthane, en relation avec
le prix de revient de chacun d'entre eux.
Notamment, cette étude met en évidence que le sirop de glucose utilisé peut s'avérer
une excellente alternative aux substrats industriels généralement utilisés (hydrolysât
d'amidon, saccharose). En effet, la mise en œuvre de ce sirop permet d'atteindre des
performances nettement améliorées par rapport à celles obtenues sur amidon et équivalentes à
celles observées sur saccharose.
Quoi qu'il en soit, l'amidon est, sur le plan économique, le substrat le plus
avantageux. En contrepartie, les performances de production de xanthane sont moins
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intéressantes et la mise en œuvre de ce substrat est délicate, D'un autre point de vue, il offre
des marges de gain en productivité très importantes. Cette étude montre que l'amélioration
des performances de production de xanthane sur ce substrat nécessite une maîtrise des
conditions d'hydrolyse. En effet, la dernière partie de la production s'opère en présence de
glucose libre comme seule source de carbone et cette phase de la culture est extrêmement
pénalisante pour les cinétiques et donc pour les performances de production de xanthane. De
plus, cette maîtrise et le respect des paramètres d'hydrolyse de l'amidon apparaissent
primordiaux à l'échelle industrielle. Par exemple, après l'ajout de l'amyloglucosidase,
l'ensemencement retardé du réacteur peut entraîner des temps de culture longs et des
performances de production particulièrement réduites, en raison d'une concentration en
glucose trop importante en début de culture. En somme, l'optimisation des conditions
d'hydrolyse des préparations d'amidon permettrait de produire l'équivalent d'un sirop de
glucose, parfaitement adapté au procédé de production de xanthane, tout en utilisant une
matière première économiquement favorable. Il faudrait donc être capable de diminuer la
concentration initiale en glucose ou de contrôler la libération du glucose au cours de la
culture, tout en assurant la liquéfaction et la saccharification de l'amidon. De telles
considérations sont, peut être, envisageables en jouant sur la nature des enzymes
amylolytiques utilisés et/ou sur les conditions de mise en œuvre de ces enzymes.
Par ailleurs, malgré les performances de production atteintes sur maltose, ce substrat
ne peut pas constituer une source de carbone industrielle en raison de son prix élevé. De
même, le glucose n'est pas intéressant pour une utilisation industrielle en raison des
mauvaises performances de production de gomme xanthane de la souche sur ce substrat,
même s'il constitue une source de carbone très disponible et bon marché. Aussi, excepté le
saccharose, l'utilisation de ces sources de carbone pures présente peu d'intérêt pour une mise
en œuvre industrielle, mais a permis de mettre en évidence un certain nombre de phénomènes.
En particulier, les analyses cinétiques sur maltose et sur glucose ont permis de comprendre
des phénomènes associés au catabolisme du glucose et de substrats composés de glucose. En
effet, cette étude montre clairement que le glucose joue un rôle critique dans la mesure où il
impose des cinétiques faibles. Aussi, le transport du glucose et les premières étapes de son
assimilation apparaissent comme limitantes à l'obtention de vitesses élevées. Mise à part
l'optimisation de la composition des substrats industriels discutée ci-dessus, l'alternative à ce
problème consiste à modifier génétiquement la souche productrice pour améliorer ses
capacités d'assimilation du glucose. Une souche portant les gènes du transporteur de glucose
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à forte efficacité de Zymomonas mobilis peut en particulier répondre à cet objectif. Une telle-
construction a été réalisée avec succès dans une souche d'Escherichia coli (Snoep et coll.,
1994).
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1. INTRODUCTION
A ce stade de l'étude, des macro-cinétiques de production de xanthane représentatives
de cultures industrielles sont caractérisées sur divers substrats carbonés. Par contre, la
méconnaissance du métabolisme de la souche productrice rend difficile l'identification de
cibles d'amélioration des performances du catalyseur biologique. Aussi, l'objectif de ce
travail est d'acquérir une image du métabolisme de la souche en condition de production
industrielle, en quantifiant et en orientant les flux de carbone dans le réseau métabolique. En
fait, le but d'une telle démarche est d'identifier les contraintes métaboliques qui contrôlent la
biosynthèse de xanthane et de prédire en terme quantitatif comment le métabolisme de la
cellule « travaille» en condition de production du polysaccharide.
Cette étude s'appuie sur une évaluation des flux intracellulaires par la méthode des
bilans matières, connaissant les flux extracellulaires de consommation et de production
(Holms, 1986). Le principe de cette approche, le réseau métabolique général de Xanthomonas
campestris établi à partir des données bibliographiques, et les valeurs des besoins en
précurseurs pour la biosynthèse de la biomasse (Ampe et coll., 1997) sont décrits au chapitre
II, paragraphe 9. Devant la complexité des voies cataboliques des Pseudomonades, et donc de
celles de X campestris, des hypothèses pour la répartition des flux dans certaines de ces voies
s'imposent néanmoins. Ces hypothèses peuvent être d'ordre général ou spécifiques aux
substrats étudiés. Dans ce dernier cas, elles sont détaillées dans les paragraphes consacrés à
chacun de ces substrats.
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Pour chaque substrat, le rendement maximum en xanthane a été calculé en fonction
des différentes hypothèses et des contraintes métaboliques qui y sont associées. Il s'agit, dans
un premier temps, d'acquérir une vision globale des paramètres métaboliques qui peuvent
influencer le rendement. Dans un second temps, les rendements théoriques sont comparés aux
rendements expérimentaux. Une telle démarche permet non seulement de caractériser le
métabolisme de la souche mais aussi, d'évaluer l'évolution des contraintes métaboliques
pendant la production du xanthane.
2. HYPOTHESES GENERALES
2.1. Au niveau du réseau métabolique
,l'Métabolisme central
Le métabolisme central de X campestris (Figure V.1) présente de fortes analogies
avec celui de Pseudomonas sp (Hochster et Katznelson, 1958; Zagallo et Wang, 1967). Ce
dernier se caractérise par l'absence de l'activité phosphofructokinase. Pseudomonas sp
métabolise alors les substrats carbonés via un cycle central (ou cycle des hexoses) composé
des enzymes de la voie d'Entner-Doudoroff (ED), plutôt que de dégrader le substrat via la
voie d'Embden-Meyerhof-Parnas (voie EMP ou voie de la glycolyse). De plus, un produit de
la voie ED, le glycéraldéhyde-3-phosphate (GAP), est «recyclé» majoritairement vers le
cycle central par l'intermédiaire de la fructose-1,6-diphosphate aldolase et la fructose-1,6-
biphosphatase, plutôt que d'être transformé en pyruvate via les enzymes de la partie
exergonique de la glycolyse (Temple et coll., 1998). Ainsi, le métabolisme de Pseudomonas
sp se caractérise par la juxtaposition de deux cycles métaboliques, dont le GAP est le point
commun.
Une orientation similaire du GAP est suggérée au cours de l'assimilation du glucose
par X campestris (Hochster et Katznelson, 1958). La distribution du GAP entre la
glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPdH) et les enzymes du cycle des hexoses
est cependant inconnue. Le «recyclage» du GAP peut jouer un rôle important pour la
production de xanthane. Donc, deux hypothèses extrêmes ont été formulées:
,l'La première considère un «recyclage» maximum du GAP vers le cycle des
hexoses. Dans ce cas, le flux dans la GAPdH est juste suffisant pour assurer les besoins en
précurseurs pour la biosynthèse de la biomasse, l'alimentation du cycle de Krebs par la voie
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anaplérotique et le taux de pyruvylation dans la gomme. Dans cette hypothèse, le flux dans la .
pyruvate kinase (PYK) est nul.
,l'La seconde hypothèse considère une distribution libre du GAP entre le cycle des
hexoses et la GAPdH pour assurer le rendement en xanthane maximum en adéquation avec le
bilan énergétique de la souche. Dans ce cas, le flux dans la PYK peut être supérieur à O.
Xanthane
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Jf ~ AcCoA
l
Gluconate
Pyruvate
\PYk
PEP
~no
Biosynthèse
dubxanthL ~r Glucose 6-P l gnuk
pgi. zwf
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3PG 0Ill ~ 2PGpgm
pp
Int
Ext
Figure V.I : Voies du métabolisme central deX campestris. Abréviations: me, membrane
externe; mi, membrane interne; Ext, extérieur; PP, périplasme ; Int, intérieur; glk,
glucokinase ; gcd, glucose déshydrogénase, gnuk, gluconate kinase, zwf, glucose-6-phosphate
déshydrogénase; edd, 6-phosphogluconate (6PG) déshydratase ; eda, 2-céto-3-déoxy-6-
phosphogluconate (KDPG) aldolase ; tpi, triose-phosphate isomérase ;jba, fructose-l,6-
diphosphate (FDP) aldolase ;jbp, fructose-l ,6-biphosphatase ; pgi, phosphoglucose
isomérase ; gap-nad (nadp), glycéraldéhyde-3-phosphate (GAP) déshydrogénase NAD(Pt
dépendant; pgk, 3-phosphoglycérate (3PG) kinase; pgm, phosphoglucomutase ; eno,
énolase ; pyk, pyruvate kinase; F6P, fructose-ô-phosphate ; 1,3PG, 1,3-diphosphoglycérate ;
2PG, 2-phosphoglycérate ; PEP, phosphoénolpyruvate.
,l'Voie des pentoses-phosphates
Les travaux de radiorespirométrie de Zagallo et Wang (1967) indiquent qu'un faible
pourcentage du flux (entre 8 et 16%) emprunte la voie des pentoses-phosphates en condition
de production de xanthane sur glucose. Cette voie ne joue donc pas un rôle majeur dans le
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métabolisme de X campestris. Aussi, un flux de carbone minimum a été considéré dans cette
voie pour satisfaire exactement les besoins en précurseurs pour la biosynthèse de la biomasse.
2.2. Au niveau énergétique
vl'La chaîne respiratoire
La biosynthèse de biomasse et de xanthane nécessite de l'énergie. Cette énergie est
fournie par l'oxydation du substrat dans le métabolisme central. Cette oxydation conduit à la
production d'une part d'ATP, et d'autre part de coenzymes réduits (ou équivalents réducteurs
NAD(P)H,H+, FADH2) . En aérobiose, la régénération des coenzymes réduits au niveau de la
chaîne respiratoire permet non seulement de rétablir le potentiel oxydo-réductionnel de la
cellule, mais aussi de produire de l'énergie sous forme d' ATP. La réoxydation des coenzymes
réduits conduit à la réduction de l'oxygène moléculaire en eau et à une translocation de
protons de l'intérieur de la cellule vers le milieu extracytoplasmique. Ce mouvement de
protons génère la force protomotrice. La synthèse d'ATP va alors dépendre du mouvement de
protons dans le sens inverse au niveau de l' ATP synthase.
La stœchiométrie globale de la production d'ATP au niveau de la chaîne respiratoire
dépend à la fois de la stœchiométrie de l'ATP synthase (H+/ATP) et du nombre de protons
exportés au cours de la régénération des coenzymes réduits (H+IO). Si le rapport H+/ATP est
souvent constant et égal à 3 (Kashket, 1982), le rapport H+IO est variable puisqu'il dépend du
nombre de sites de translocation de protons présents sur la chaîne et du nombre de protons
transférés par site. Ainsi, en aérobiose, un rendement molaire PlO qui représente le nombre
d'ATP formé par mole d'oxygène réduit à l'extrémité de la chaîne respiratoire et, de facto
l'efficacité énergétique de la chaîne respiratoire, peut être défini. Cette efficacité dépend donc
du nombre de sites de translocation de protons présents au niveau de la chaîne respiratoire et
du nombre de protons exportés par site.
Il existe peu d'information dans la littérature concernant la structure et le
fonctionnement de la chaîne respiratoire de X campestris. Les travaux de Rye et coll. (1988)
suggèrent néanmoins la présence de 3 sites de translocation de protons sur cette chaîne. Par
analogie avec la chaîne respiratoire des Pseudomonades, celle de X campestris est susceptible
d'être branchée, et l'orientation du flux d'électrons dans les différentes branches de la chaîne
respiratoire conduit à une efficacité énergétique différente (Figure V.2).
Enfin, la bactérie peut faire varier son efficacité énergétique par la modulation de
l'expression de deux NADH,H+ déshydrogénases: la NDH-I permet d'exporter deux protons
alors que la NDH-II réalise un découplage énergétique. L'existence des deux NADH,H+
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déshydrogénases a été détectée au niveau de la chaîne respiratoire de divers micro-
organismes: Escherichia coli (Neijssel et Teixeira de Mattos, 1994) et Corynebacterium
glutamicum (Hertz, 1998) par exemple. A l'heure actuelle, l'existence de ces deux NADH,H+
déshydrogénases n'a pas été démontrée chez X campestris mais des travaux récents suggèrent
leur existence chez les Pseudomonades du groupe 1(Camacho Carvajal et coll., 2000).
L'orientation des flux d'électrons dans les différentes branches est prise en
considération en faisant varier de 1 à 3 le nombre de sites de translocation de protons pour la
régénération des coenzymes réduits. Un nombre constant de protons exportés par site, égal à
2, et une transformation du NADPH,H+ en NADH,H+ sans consommation d'énergie ont été
considérés pour le calcul des bilans énergétiques. En revanche, la transformation inverse du
NADH,H+ en NADPH,W nécessite une dépense en énergie. En fait, pour tous les calculs
présentés dans ce chapitre, la production de NADPH,H+ par le catabolisme est excédentaire
aux besoins de ce coenzyme dans l'anabolisme. La vérification de cette autonomie en
NADPH,H+ a été systématiquement effectuée, et la réaction de transformation du NADH,H+
en NADPH,H+n'a donc pas besoin d'être considérée.
Site 2
~reJ {r ~re3
/ 1~-l 1"-,. Cyl,lt Cyl,-- Cyt",t:?
NADH,W:···········..
I
NDH-II 1-" ~ UQ OZ
/ I-----------+C~
FADHz Site 4
Figure V.2: Chaîne respiratoire branchée avec l'oxygène comme accepteur final d'électrons.
NDH-I (II) : complexes NADH,H+ déshydrogénase, UQ : Ubiquinone.
""La balance énergétique
L'énergie nécessaire à la biosynthèse de la biomasse et du xanthane est produite au
niveau du catabolisme et de la chaîne respiratoire; cette dernière permet de fournir l'essentiel
de l'énergie. La capacité de la cellule à produire de l'énergie peut imposer le rendement en
xanthane. En effet, parallèlement aux flux de carbone nécessaires pour la biosynthèse de la
biomasse et du polysaccharide, un flux de carbone doit être consacré pour la production
d'énergie. Ce flux de carbone, qui emprunte les voies cataboliques centrales, doit être
suffisant pour satisfaire la demande énergétique associée aux biosynthèses. Ainsi, il est
Chapitre V : Modélisation métabolique et analyse de fluK - 130-
possible de déterminer un flux de xanthane maximum en fonction non seulement de la
demande énergétique associée à la croissance cellulaire, mais aussi à l'efficacité de la chaîne
respiratoire. Dans ce contexte, le glucose-6-P (G6P) et le GAP constituent a priori des nœuds
métaboliques qui contrôlent la production de xanthane. En effet, l'orientation des flux de G6P
et de GAP vers la glucose-ô-phosphate déshydrogénase (G6PdH) et vers la GAPdH
respectivement (activités enzymatiques soumises à de nombreuses régulations métaboliques),
conditionne non seulement le flux de production de xanthane, mais aussi le flux de production
d'énergie.
V""L'énergie associée à l'entrée du substrat et à l'excrétion du polysaccharide
Le transport du substrat par le système phosphotransférase PEP dépendant (système
PTS), utilise le PEP, produit par la voie ED, comme source d'énergie. Mais, la plupart des
substrats carbonés étudiés dans ce travail sont transportés dans la cellule par des systèmes de
transport de type symport à protons ou par des systèmes à protéine périplasmique affine
utilisant la force protomotrice ou l'ATP comme source d'énergie (la force protomotrice et la
plupart de l' ATP sont produits par la chaîne respiratoire et l' ATP synthase). En revanche, la
stœchiométrie énergétique de ces systèmes d'entrée n'est pas clairement déterminée. De plus,
des travaux suggèrent l'existence d'un système de transport organisé pour l'excrétion du
polysaccharide, nécessitant de l'énergie sous forme d'ATP (Vanderslice et coll., 1989).
Comme pour le transport du substrat, la stœchiométrie énergétique associée à l'excrétion du
xanthane n'est pas connue. Ces dépenses énergétiques n'ont donc pas été prises en
considération dans le réseau métabolique.
V""Cycle futile et autres dépenses énergétiques
L'existence de cycles futiles ayant pour conséquence de consommer de l' ATP en pure
perte ne peut être écartée. La quantité d'énergie perdue par ce phénomène ne peut
évidemment pas être quantifiée. De même, les mécanismes de transport des différents sels
(ammonium, nitrates, phosphates inorganiques, etc.) n'ont pas été considérés.
Ces formes d'énergie (transport du substrat, excrétion du xanthane, cycles futiles, etc.)
qui n'ont pas été prises en considération, sont associées à la notion d'énergie de maintenance
apparente, définie ci-après.
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,.l'Energie de maintenance et notion d'énergie de maintenance apparente
D'une manière générale, l'énergie de maintenance est définie comme la part d'énergie
consommée par les bactéries sur des fonctions non liées à la croissance (« turn over » des
protéines par exemple). Elle est généralement déterminée à taux de croissance très faible, en
réacteur de type continu (chémostat, bioréacteur à membrane), et correspond à la part de
substrat consommé à croissance nulle. Le coefficient de maintenance m, est alors obtenu à
l'aide de la relation :
Eq.(7)
qs : vitesse spécifique de consommation de substrat
J..l : taux de croissance
y x : rendement théorique maximal en biomasse
m: coefficient de maintenance
Il est à noter qu'en culture en chémostat, l'opérateur impose une limitation d'un ou
plusieurs substrats, qui tend à maximiser l'efficacité énergétique de la cellule. Dans ces
conditions, le coefficient de maintenance est faible. En culture discontinue de type « batch »
où les substrats sont fournis à la cellule en large excès, le coefficient de maintenance peut
être, logiquement, supérieur à celui obtenu en culture en chémostat. En effet, lorsque les
substrats sont fournis en excès, et notamment la source de carbone, c'est la capacité des
bactéries à consommer le substrat carboné le plus rapidement possible qui prédomine.
L'efficacité énergétique a alors peu d'importance, jusqu'au moment où le substrat devient
limitant.
Dans le cas de la croissance avec production d'un métabolite, la bactérie consomme de
l'énergie non seulement pour sa croissance, mais aussi pour la biosynthèse du produit. La part
d'énergie consommée non associée ni à la croissance ni à la production du produit fait partie
de l'énergie de maintenance. Ainsi, le coefficient de maintenance m, est alors obtenu à l'aide
de la relation :
qs = J..l/ + vp / + m/Yx !Yp
Up : vitesse spécifique de production du métabolite
Yp : rendement théorique maximal en métabolite
Eq.(8)
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Le coefficient de maintenance peut être déterminé graphiquement en représentant la
vitesse spécifique de consommation du substrat en fonction du taux de croissance. Le
coefficient de maintenance est alors estimé par extrapolation à un taux de croissance nul, à
condition que la vitesse spécifique de production du métabolite soit nulle lorsque le taux de
croissance est nul. Rye et coll. (1988) ont ainsi estimé un coefficient de maintenance, égal à
0,04 mmol de glucose/g/h, au cours d'une culture en chémostat de X campestris, limitée en
glucose.
Cependant, la production de xanthane est généralement observée à taux de croissance
nul, au cours de cultures en chémostat limitées en différents sels (Davidson, 1978 ; Jarman et
Pace, 1984). Il convient donc de tenir compte de cette production pour estimer le coefficient
de maintenance dans ces conditions, connaissant le rendement théorique de la biosynthèse du
xanthane. Celui-ci, correspondant à la production et à la polymérisation d'une unité
pentasaccharidique de xanthane contenant 0,5 mole de pyruvate et 1 mole d'acétate est donné
par l'équation stœchiométrique suivante :
5,75 glucose + 10,75 ATP ~ 1 unité pentasaccharidique + 1 COz+ 4,5 NAD(P)H,H+ Eq. (9)
Ainsi, Jarman et Pace (1984) ont déterminé un coefficient de maintenance, nettement
supérieur à celui déterminé par Rye et coll (1988), égal à 0,35 mmol/g/h, au cours d'une
culture en chémostat limitée en soufre.
Des réactions (transport du substrat carboné et excrétion du polysaccharide) ne sont
pas prises en considération pour la détermination du coefficient de maintenance par cette
méthode. Ceci se concrétise alors par une surestimation de l'énergie de maintenance
proprement dite et peut expliquer la différence entre les coefficients de maintenance
déterminés par ces auteurs. De plus, Rye et coll. (1988) ont déterminé le coefficient de
maintenance dans des conditions de limitation par la source de carbone. Ainsi, comme cela
est évoqué ci-dessus, cette limitation impose une maximisation de l'efficacité énergétique de
la cellule, se concrétisant alors par un faible coefficient de maintenance. Dans ces conditions,
la production de polysaccharide est, du reste, très faible; cette production pouvant être
effectivement considérée comme une forme de dissipation d'énergie.
Il convient donc d'étendre le terme de maintenance, au terme de maintenance
apparente (ms) qui regroupe non seulement l'énergie de maintenance au sens strict de la
définition, mais aussi toutes les formes d'énergie non prises en compte dans le réseau
métabolique.
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3. MODELISATION MACRO-CINETIQUE ET ENERGETIQUE SUR GLUCOSE
3.1. Contraintes métaboliques
3.1.1. Au niveau du réseau métabolique
,IL'entrée du substrat
Le transport du glucose peut être assuré par deux systèmes distincts (Chapitre l,
paragraphe 3.2.2) : le système phosphorylatif et le système oxydatif périplasmique, dont le
gluconate est un intermédiaire. L'oxydation du glucose en gluconate est réalisée dans le
périplasme par des enzymes associés à la membrane, NAD(Pt indépendants, utilisant alors la
pyrroloquinoline quinone (PQQ). La réoxydation du PQQ réduit se fait au niveau des
quinones membranaires et met en jeu la chaîne respiratoire. Aussi, la réoxydation du PQQ a
été considérée comme équivalente à celle du FADH2. Le rendement énergétique de la
réoxydation du FADH2 et donc du PQQ, est inférieur à celui du NADH,H+ et donc du
NADPH,H+. Ainsi, l'entrée du flux de glucose par la voie phosphorylative est plus favorable
sur le plan énergétique que celle par la voie oxydative. Les deux systèmes de transport sont
susceptibles d'être présents conjointement au cours de la culture et la répartition du flux entre
les deux systèmes est inconnue. Ces deux systèmes peuvent induire des contraintes
métaboliques différentes si bien que leur présence conjointe a été prise en considération. Il est
important de rappeler un fait expérimental: la production de xanthane sur glucose conduit à
une accumulation de gluconate extracellulaire dans une première partie de la culture, puis à la
co-consommation du gluconate accumulé et du glucose, dans une seconde phase de la culture.
Un tel résultat suggère qu'une partie non quantifiée du flux de glucose emprunte le système
de transport oxydatif.
3.1.2. Au niveau énergétique
,l'Le coefficient de maintenance apparente
Deux valeurs extrêmes du coefficient, 0,35 et 0,04 mmol/g/h, sont proposées dans la
littérature respectivement par Jarman et Pace (1984) et par Rye et coll. (1988). Cependant, au
cours de la culture sur glucose, présentée au chapitre IV, paragraphe 1., le substrat carboné est
fourni à la bactérie en large excès. Aussi, le coefficient de maintenance déterminé par Jarman
et Pace (1984) semble le plus représentatif de la culture sur glucose.
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Un coefficient de maintenance apparente a . été estimé à partir des données
expérimentales obtenues au cours de la culture sur glucose en représentant les vitesses
spécifiques de consommation de substrat et de production de xanthane en fonction du taux de
croissance (Figure V.3).
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Figure V.3: Estimation du coefficient de maintenance apparente à partir de la représentation
de la vitesse spécifique de consommation de glucose (e) et de la vitesse spécifique de
production de xanthane (0) en fonction du taux de croissance. Les résultats proviennent de la
culture de type « batch » sur glucose.
Des corrélations linéaires entre le taux de croissance et la vitesse spécifique de
consommation de glucose d'une part (Eq. 10), et le taux. de croissance et la vitesse spécifique
de production de xanthane d'autre part (Eq. Il) sont observées.
qs = Axu-i Bavec A = 20,2etB =1,02
qs = a x Il + f3 avec a = 1,68et f3 = 0,12
L'équation 8 peut alors s'écrire :
(
y +Yxa J f3qs = xth x X Il +--+ m
v., X v, Y
xth
Ainsi, à taux de croissance nul :
1'=0 f3
m=q --
s Y
xth
Eq.(10)
Eq. (11)
Eq. (12)
Eq. (13)
Chapitre V : Modélisation métabolique et analyse de flux - 135-
A taux de croissance nul, qsfl=O = B = 1,02 mmol/g/h
~ est égal à 0,12 mmol/g/h et le rendement théorique de production de xanthane à partir du
glucose est donné par l'équation 9. Ainsi, le coefficient de maintenance apparente est estimé à
0,33 mmol/g/h ± 0,05 et est proche de la valeur de l'énergie de maintenance déterminée par
Jarman et Pace (1984), qui est de 0,35 mmol/g/h.
3.2. Calcul du rendement maximal de production de xanthane sur glucose
3.2.1. Rendement de xanthane en fonction des contraintes métaboliques et
énergétiques
Dans un premier temps, le rendement maximal en xanthane a été déterminé pour un
point de fonctionnement macro-cinétique caractéristique de la culture sur glucose, qui associe
production de xanthane et croissance cellulaire. La valeur du taux de croissance est de 0,05 h-
l et la vitesse spécifique de consommation de glucose associée est de 2 mmol/g/h. Le
coefficient de maintenance apparente de 0,33 mmol/g/h, déterminé précédemment, a été
appliqué. A partir de ces données cinétiques, le rendement maximal de production de
xanthane (contenant 0,5 mole de pyruvate et 1 mole d'acétate) a été calculé en fonction d'une
part, du nombre de sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire, et
d'autre part, de la distribution du flux d'entrée de glucose entre la voie oxydative
périplasmique et la voie phosphorylative (Figure VA).
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Figure V.4: Influence de la répartition du flux d'entrée de glucose entre la voie oxydative et
la voie phosphorylative sur le rendement théorique maximal en xanthane, en fonction du
nombre de sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites;
(---), 2 sites; (... ), 1 site. Le rendement expérimental en xanthane est représenté par une ligne
continue horizontale et la zone grisée est indicative de l'erreur expérimentale.
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Deux comportements métaboliques peuvent être distingués selon la distribution du
flux de glucose:
,(Lorsque le glucose entre majoritairement via le système oxydatif, le rendement en
xanthane est tributaire de la distribution des flux imposée par le réseau métabolique, si la
chaîne respiratoire contient 2 ou 3 sites de translocation de protons. Dans ces conditions, le
métabolisme produit un excès d'énergie. Dans cette configuration, le flux de GAP est orienté
au maximum vers le cycle des hexoses; le flux dans la pyruvate kinase (PYK) est alors nul
(Figure V.5B). Cette configuration est donc défavorable pour la production de xanthane si le
flux d'entrée du glucose dans la cellule par la voie oxydative est trop important (20 points de
rendement en moins si la totalité du flux entre par cette voie).
,(Par contre, lorsque le flux de glucose entre majoritairement via le système
phosphorylatif, le rendement en xanthane est limité par l'énergie que la cellule est capable de
fournir. En effet, la capacité de production dépend de l'efficacité énergétique. Pour un
nombre de sites donné, l'augmentation graduelle du rendement théorique avec le pourcentage
de flux dans la voie phosphorylative correspond à la différence du rendement de réoxydation
entre le PQQ et le NAD(P)H,H+ au niveau de la chaîne respiratoire. Dans cette configuration,
le flux de carbone dans la G6PdH et dans la GAPdH est optimisé de manière à produire
l'énergie maximale. Le flux dans la PYK est nettement supérieur à 0 (Figure V.5A).
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Figure V.S: Schéma simplifié de la distribution des flux de carbone selon que le glucose
entre à 100% par la voie phosphorylative (A) ou à 100% par la voie oxydative (B). Le nombre
de sites est de 3 et le rapport PlO est respectivement de 1,92 et de 1,77.
Pour expliquer le rendement expérimental observé, il est nécessaire de considérer une
bonne efficacité de la chaîne respiratoire. Cette chaîne doit contenir 2 ou 3 sites de
translocation de protons. Si le nombre de sites est de 3, le flux de carbone qui emprunte la
voie oxydative peut varier de 0 à 80% et des marges de gain potentiel de rendement existent.
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En effet, si le glucose entre à 80% par la voie oxydative, favoriser le transport du glucose par .
la voie phosphorylative conduirait à une augmentation du rendement de xanthane de 8 points.
Par contre, si le nombre de sites est de 2, le flux de carbone qui emprunte la voie oxydative ne
peut varier qu'entre 0 et 40%. Dans ce cas, les marges de gain sont quasi inexistantes.
Lorsque le glucose entre majoritairement par la voie phosphorylative, il est possible de
calculer le coefficient de maintenance apparente qui permet d'atteindre exactement le
rendement expérimental observé (Tableau V.1).
Tableau V.I: Coefficient de maintenance apparente sur glucose en fonction du nombre de
sites de translocation de protons pour atteindre le rendement expérimental.
Nombre Coefficient de
de sites maintenance apparente
(mmol/g/h)
3 0,380
2 0,305
1 0,095
Si 2 ou 3 sites de translocations de protons composent la chaîne respiratoire, les
coefficients de maintenance apparente sont proches de celui déterminé par Jarman et Pace
(1984). Par contre, s'il n'existe qu'un seul site, le coefficient de maintenance apparente doit
être faible pour atteindre le rendement expérimental.
3.2.2. « Recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses
Dans un deuxième temps, l'effet de l'orientation maximale du flux de GAP vers le
cycle des hexoses et donc vers les voies de biosynthèse de xanthane a été déterminé. Ce
« recyclage» du flux de GAP vers le cycle central conduit de facto à un flux dans la PYK nul,
quelle que soit la distribution du flux d'entrée de glucose, et constitue une nouvelle contrainte
pour calculer le rendement maximum en xanthane. Le taux de croissance, la vitesse spécifique
de consommation de substrat, le coefficient de maintenance et la composition en acétate et en
pyruvate du xanthane produit restent inchangés (Figure V.6).
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Figure V.6: Influence de la répartition du flux d'entrée de glucose entre la voie oxydative et
la voie phosphorylative surie rendement maximal en xanthane, en fonction du nombre de
sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2
sites; ( ... ), 1 site. Le flux dans le cycle des hexoses est maximisé. Le rendement expérimental
en xanthane est représenté par une ligne continue horizontale et la zone grisée est indicative
de l'erreur expérimentale.
Ces résultats illustrent la sensibilité du rendement en xanthane par rapport à l'énergie.
En effet, la voie des hexoses, dans laquelle le flux de carbone est maximisé, implique une
dépense énergétique plus importante. Dans des conditions où l'énergie est limitante, cette
orientation conduit donc à la chute du rendement (Figure V.7). La diminution de rendement
est cependant faible lorsque l'efficacité de la chaîne respiratoire est bonne: 4 points et 6
points si la chaîne respiratoire possède respectivement 3 ou 2 sites de translocation de
protons. Mais, lorsque l'efficacité respiratoire est faible, l'orientation du flux vers le cycle des
hexoses est extrêmement pénalisante, puisqu'une diminution de 20 points environ du
rendement maximal peut être calculée.
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Figure V.7: Schéma simplifié de la distribution des flux de carbone lorsque que le glucose
entre à 100% par la voie phosphorylative et que le « recyclage» du GAP est maximisé vers le
cycle hexose. Le nombre de sites est de 3 et le rapport PlO est de 1,91.
Au vu de ces résultats, il est impossible de conclure sur l'orientation du GAP par cette
analyse de bilan matière. Par contre, dans cette configuration, les valeurs expérimentales ne
peuvent être justifiées que par l'existence d'une chaîne respiratoire complète (3 sites de
translocation de protons). Si le GAP est effectivement recyclé vers le cycle des hexoses, un
gain de production peut être potentiellement obtenu par orientation du flux de GAP vers la
GAPdH (4 points de rendement).
3.2.3. Bilans sur la production de COz et la consommation de Oz
Les vitesses de production de COz (ucoz) et de consommation d'Oz (qoz) sont
représentatives de l'activité métabolique et constituent, par conséquent, des paramètres
importants qui révèlent l'état énergétique de la cellule. Le ucoa s'obtient directement en
totalisant les flux dans chaque étape de carboxylation/décarboxylation. Le qoz est calculé à
partir de l'excès de coenzymes réduits (NADH,H+, FADHz, NADPH,H+) sachant qu'une
demie mole d'Oz est consommée pour réoxyder une mole de coenzyme réduit. Ces vitesses
ont été calculées en fonction de la distribution du flux d'entrée de glucose selon l'orientation
du GAP dans le cycle des hexoses (Figure V.8).
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Figure V.8: Influence de la répartition du flux d'entrée de glucose entre la voie oxydative et
la voie phosphorylative sur la production de COz et la consommation d'Oz, en fonction du
nombre de sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites;
(---),2 sites; (... ), 1 site. Les vitesses expérimentales de production de COz ou d'Oz sont
représentées par la zone grisée, indicative de l'erreur expérimentale.
Les situations métaboliques qui permettent d'expliquer les rendements expérimentaux
en xanthane sont cohérentes avec le bilan des vitesses spécifiques de production de COz et de
consommation d'Oz. En effet, si le GAP n'est pas «recyclé» vers le cycle des hexoses, il est
nécessaire de considérer une bonne efficacité de la chaîne respiratoire (2 ou 3 sites) et l'entrée
du glucose à plus de 20% par la voie phosphorylative. Si le GAP est « recyclé» vers le cycle
des hexoses, la chaîne respiratoire doit être composée de 3 sites de translocation de protons.
D'une manière plus générale, la cohérence entre les situations métaboliques définies
pour expliquer le rendement expérimental en xanthane et la vitesse de production de COz est
tout à fait logique. En effet, la validité des variables Il, qs et Dxth a été vérifiée préalablement
par un bilan carbone réalisé à partir des cinétiques expérimentales (Chapitre IV, Paragraphe
1.3). Dans cette condition, le Deoz est imposé par les autres vitesses spécifiques en raison du
principe de non accumulation, appliqué dans ce modèle métabolique. Aussi, si la vitesse
spécifique de production de xanthane expérimentale est similaire à celle calculée par le
modèle, la vitesse de production de COz calculée doit être identique à celle observée
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expérimentalement. Autrement dit, le calcul du UC02 permet de vérifier l'exactitude des
calculs de flux. Il en est de même en ce qui concerne la vitesse spécifique de consommation
d'Oz. La validation des vitesses spécifiques de consommation d'Oz expérimentales par le
calcul suggère que le réseau métabolique est exempt de réaction consommatrice d'Oz (activité
oxydase), mis à part au niveau de la chaîne respiratoire.
Ainsi, le UC02 et le q02 ne permettent en aucun cas de choisir une voie métabolique par
rapport à une autre mais valident les calculs de flux. Les bilans carbone des cultures (sur
glucose, maltose, saccharose) dont les données expérimentales sont exploitées dans cette
étude, ont été vérifiés quelle que soit la période considérée. Les résultats des calculs des
vitesses spécifiques de production de COz et de consommation d'Oz ne sont donc plus
présentés par la suite.
3.3. Evolution des contraintes métaboliques et énergétiques au cours de la
culture sur glucose
3.3.1. Introduction
Les analyses de flux précédentes permettent de visualiser quelques contraintes
métaboliques pour un point de fonctionnement macro-cinétique donné. Au cours de la culture,
les cinétiques de croissance et de consommation de substrat, ainsi que la composition de la
gomme en pyruvate et en acétate sont en constante évolution. Le rendement maximum en
xanthane a donc été calculé pour cinq périodes de la culture (Tableau V.2), et comparé aux
rendements obtenus expérimentalement. Dans un premier temps, un coefficient de
maintenance apparente de 0,33 mmol/g/h a été appliqué, puis dans un second temps, ce
coefficient a été considéré comme nul. Aucune contrainte n'a été imposée sur le « recyclage»
du GAP vers le cycle des hexoses. Le rendement maximum est calculé en fonction du nombre
de sites de translocation de protons qui compose la chaîne respiratoire, et la distribution du
flux d'entrée de glucose entre la voie oxydative et la voie phosphorylative.
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Tableau V.2: Récapitulatif des données cinétiques et de la composition de la gomme en
acétate et en pyruvate au cours de la culture sur glucose.
Temps Il qs Uxth Nombre de mole Nombre de mole de
(h) (h-I ) (mmol/g/h) (mmol/g/h) d'acétate par unité pyruvate par unité
pentasaccharidigue pentasaccharidigue
22,5 0,067 2,36 0,23 0,8 0,5
30 0,047 2,00 0,20 0,95 0,5
40 0,029 1,54 0,16 1,05 0,5
50 0,009 1,21 0,13 1,1 0,4
60 0 1,05 0,12 1,3 0,2
3.3.2. Evolution des rendements
La figure V.9 montre que les contraintes métabolique et énergétique varient peu au
cours de la production de xanthane sur glucose. Une bonne efficacité respiratoire est,
cependant, indispensable pour expliquer les rendements expérimentaux observés.
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Figure V.9: Evolution des rendements théoriques de production dexanthane au cours de la
culture sur glucose en fonction du nombre de sites de translocation de protons au niveau de la
chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2 sites; ( ... ), 1 site. Le rendement expérimental en
xanthane est représenté par une ligne continue horizontale et la zone grisée est indicative de
l'erreur expérimentale.
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Dans ces conditions, une production importante' d'énergie au niveau de la chaine
respiratoire est nécessaire pour expliquer les rendements expérimentaux. Le fonctionnement
de la chaîne respiratoire avec un seul site de translocation de protons peut être écarté dans
cette configuration. Deux situations métaboliques peuvent expliquer les résultats
expérimentaux observés :
,ILe glucose entre dans la cellule à 75 % par la voie oxydative durant une grande
partie de la culture. Le rendement en xanthane est alors limité par ce mode d'assimilation du
glucose. Une telle situation se caractérise par une extrême sensibilité du rendement aux
variations du flux d'entrée de glucose par la voie oxydative, qui s'illustre en particulier par
une forte diminution même si le flux dans cette voie n'augmente que légèrement. Au vu d'une
telle sensibilité, cette option semble peu probable.
,ILe glucose pénètre dans la cellule entre 0 et 75% par la voie oxydative. Dans ce cas,
le rendement en xanthane est limité par l'énergétique de la cellule. La chaîne respiratoire doit
être composé de 2 ou 3 sites de translocation de protons. Cette situation métabolique se
distingue par une relative stabilité du rendement, caractéristique d'une culture assez
« robuste ». En effet, des variations du flux d'entrée de glucose par la voie oxydative (entre 0
et 75%) n'entraînent pas de variations importantes du rendement. Par ailleurs, le « recyclage»
maximisé du GAP vers le cycle des hexoses peut être aussi envisagé dans cette situation.
Comme cela est montré précédemment, cette orientation du GAP conduit à la diminution de
l'efficacité énergétique de la cellule et donc à la diminution du rendement theorique en
xanthane. Néanmoins, en considérant une chaîne respiratoire très efficace (3 sites), cette
configuration permettrait d'atteindre les rendements expérimentaux.
Cette dernière possibilité est en accord avec la diminution de la teneur en pyruvate
dans la gomme au cours de la culture (Tableau V.2). En effet, ce phénomène suggère que la
disponibilité en PEP diminue et que le flux dans la GAPdH est donc progressivement
minimisé. Cette observation accrédite effectivement le recyclage important du GAP vers le
cycle des hexoses particulièrement en fin de culture et donc le fonctionnement de la chaîne
respiratoire avec 3 sites de translocation de protons. L'accumulation de gluconate observée
pendant la culture est compatible avec cette hypothèse, puisque, dans cette configuration, une
partie du flux de glucose peut tout de même entrer par la voie oxydative.
Dans tous les cas, l'amélioration potentielle du rendement en xanthane est maximum à
t = 22h30 et représente 8 points de rendement. Par ailleurs, il est possible d'évaluer par
intégration sur la totalité de la période de la culture considérée (de 22h30 à 60h), le gain
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maximum de rendement dans des conditions où la production de xanthane est optimisée en
chaque instant de cette période. Il est au maximum de 4 points. Ce gain se situe dans la zone
d'erreur de la détermination du rendement.
Dans les conditions où l'énergétique limite le rendement de production de xanthane et
en particulier, si le glucose entre à 100% par la voie phosphorylative, il est possible de
calculer le coefficient de maintenance apparente qui permet d'atteindre exactement le
rendement expérimental observé pour chaque période de la culture (Tableau V.3).
Tableau V.3: Coefficients de maintenance apparente au cours de la culture sur glucose en
fonction du nombre de sites de translocation de protons pour atteindre le rendement
expérimental.
Nombre de
sites
3
2
22h30
0,437
0,339
Coefficients de maintenance apparente (mmol/g/h)
30h 40h 50h
0,400 0,383 0,339
0,322 0,329 0,304
60h
0,327
0,301
L'évolution du coefficient de maintenance apparente est différente selon le nombre de
sites de translocation de protons dans la chaîne respiratoire. Si le nombre de sites est de 2, le
coefficient tend à diminuer. Si le nombre de sites est de 3, le coefficient de maintenance
apparente diminue plus significativement. A partir de ces valeurs de coefficient de
maintenance apparente, le qs peut être recalculé pour les différentes périodes de la culture à
l'aide de l'équation 8 (rappelée ci-dessous), connaissant la vitesse spécifique de production de
xanthane, le taux de croissance et les rendements théoriques en xanthane et en biomasse
(Figure V.lO). Le rendement théorique en xanthane est donné par l'équation 9 et le rendement
théorique en biomasse est calculé à partir des besoins en précurseurs pour la biosynthèse de la
biomasse (Tableau II.l). Il est estimé à 0,136 g de biomasse/mol de glucose.
Eq.(8)
qs : vitesse spécifique de consommation de substrat
Il : taux de croissance
Up : vitesse spécifique de production du métabolite
y x : rendement théorique maximal en biomasse
y p : rendement théorique maximal en métabolite
m : coefficient de maintenance
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Figure V.IO: Détermination de la vitesse spécifique de consommation de glucose à partir des
coefficients de maintenance apparente déterminés par la modélisation métabolique, selon que
la chaîne respiratoire contient 2 (0) ou 3 (e) sites de translocation de protons. Comparaison
avec la régression linéaire représentative des vitesses expérimentales (-).
Une bonne corrélation entre les valeurs des qs recalculés et ceux obtenus
expérimentalement est observée, ce qui souligne la cohérence des coefficients de maintenance
apparente déterminés par la modélisation métabolique.
La variation au cours de la culture du coefficient de la maintenance apparente peut être
la résultante de changements au niveau des dépenses énergétiques liées à la croissance, à la
production de xanthane ou à d'autres dépenses énergétiques non considérées. L'équation
générale de l'énergie de maintenance apparente peut être écrite sous la forme :
mapp = mxth x Uxth + mxx J.! +m Eq. (14)
mapp : maintenance apparente (mmol de glucose/g de biomasse/h)
mxth: maintenance associée à la production de xanthane (mmol glucose/mmol d'unité
pentasaccharidique)
mx : maintenance associée à la croissance (mmol glucose/g de biomasse)
m : maintenance « vraie» (mmol de glucose/g de biomasse/h)
Uxth: vitesse spécifique de production de xanthane (mmol d'unité pentasaccharidique/g de
biomasse/h)
J.! : taux de croissance (h")
"'. ",>
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mxth, mx et m, ne peuvent pas être estimés graphiquement et ont donc été déterminés
par itération, pour chaque nombre de sites de translocation de protons (Tableau VA).
Tableau V.4: Estimation des coefficients de maintenance associés
xanthane (mxth) et à la croissance (ms), et de maintenance «vraie» (m).
Nombre de sites mxth mx
(mmol glucose/mmol (mmol glucose/g de
unité pentasaccharidique) biomasse)
3 0,227 1,270
2 0 0,548
à la production de
m
(mmol glucose/g de
biomasse/h)
0,300
0,302
Si la chaîne respiratoire est constituée de 3 sites de translocation de protons, la
diminution de la maintenance apparente est liée à la chute des vitesses spécifiques de
croissance et de production de xanthane, observée en fin de culture. Par contre, lorsque le
nombre de sites est de 2, c'est la chute du taux de croissance qui induit la variation de la
maintenance. Le coefficient de maintenance « vraie» est très proche, quel que soit le nombre
de sites considérés, et se situe dans l'ordre de grandeur de celui déterminé par Jarman et Pace
(1984). L'existence même de coefficients de maintenance associés à la production de
biomasse ou de xanthane suggèrent qu'une partie de l'énergie nécessaire à leur biosynthèse
serait sous estimée lors des calculs de flux. Par exemple, il est possible de calculer à partir du
coefficient de maintenance associé à la production de xanthane, l'énergie non considérée pour
cette production dans le réseau métabolique. Elle serait environ de 5,8 mmol d'ATP/mmol
d'unité pentasaccharidique si le nombre de sites est de 3, qui se répartissent essentiellement
au niveau de l'excrétion du polysaccharide et du transport du substrat nécessaire à la
biosynthèse de la gomme.
3.3.3. Rendement théorique de xanthane maximum
Les résultats précédents montrent la sensibilité du rendement en xanthane vis-à-vis de
la disponibilité en énergie. A un taux de croissance donné, la maintenance (ou la maintenance
apparente) prend une part importante du carbone qui pourrait être orienté pour la biosynthèse
du xanthane. Dans cette partie, une gestion optimisée de l'énergie par la cellule a été
considérée pour la production de xanthane. Dans cette hypothèse, les dépenses énergétiques,
rassemblées sous le terme d'énergie de maintenance «vraie» (énergie consommée dans des
fonctions non liées ni à la croissance ni à la production de xanthane) ont été minimisées. Cette
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vision est purement théorique puisqu'elle signifie que le coefficient de maintenance « vraie» .
est nul et s'avère donc très peu probable. Par contre, elle permet de caractériser le
métabolisme dans cette situation extrême et de quantifier le gain maximal de rendement
possible à atteindre. Aussi, le rendement théorique a été calculé pour les différents points de
fonctionnement macro-cinétiques observés au cours de la culture sur glucose, en considérant :
-/un coefficient de maintenance nul (les coefficients de maintenance associés à la
production du xanthane et de la biomasse, respectivement mxth et ms, déterminés ci-dessus ont
été, par contre, appliqués) et,
-/pas de « recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses.
Ce calcul est réalisé en fonction de la distribution du flux d'entrée du glucose entre la
voie phosphorylative et la voie oxydative et du nombre de sites de translocation de protons (2
ou 3). (Figure V.ll).
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Figure V.ll: Evolution des rendements théoriques de production de xanthane à coefficient de
maintenance nul au cours de la culture sur glucose en fonction du nombre de sites de
translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2 sites.
Dans cette situation, l'évolution et les valeurs des rendements théoriques sont
analogues, quel que soit le nombre de sites de translocation de protons présents au niveau de
la chaîne respiratoire (2 ou 3). Cette observation s'explique par une demande en énergie de
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maintenance apparente plus imponante lorsque le nombre de sites est de 3 ; les coefficients
associés à la biosynthèse de xanthane et de biomasse sont en effet plus élevés dans ce cas
(Tableau VA). Autrement dit, si la chaîne respiratoire contient 3 sites, l'amélioration de la
production d'énergie à ce niveau est compensée par une dépense énergétique plus importante
pour la maintenance apparente.
D'une manière générale, si le glucose entre intégralement par la voie phosphorylative,
de très bons rendements théoriques en xanthane sont calculés. Ces rendements augmentent
avec la diminution du taux de croissance observée au cours de l'avancement de la culture. Par
intégration sur cette période de la culture, le gain en rendement maximal représente 36 points
par rapport au rendement observé expérimentalement et représente la limite théorique
maximale d'amélioration du rendement.
Dans cette configuration métabolique, la zone de limitation de la production de
xanthane par la distribution des flux dans le réseau métabolique prend une part plus
importante. Cette zone augmente au cours de la culture, si bien qu'en fin de culture, le
rendement en xanthane est imposé par le flux d'entrée de glucose si celui-ci emprunte ne
serait ce que pour 30%, la voie oxydative. Le rendement en xanthane est alors très sensible
aux variations de la proportion du flux d'entrée du glucose par la voie oxydative. A titre
d'exemple, une diminution de 20 points du flux d'entrée de glucose par la voie oxydative
entraîne l'augmentation du rendement en xanthane de 0,1 Cmol/Cmol environ.
3.4. Discussion
Cette modélisation métabolique suggère que, sur glucose, le rendement de production
en xanthane est limité par la capacité de la cellule à produire de l'énergie. L'influence de la
voie d'entrée du glucose dans la cellule est relativement mineure. En effet, le glucose peut
entrer indifféremment entre 0 et 80% par la voie oxydative sans entraîner une variation
importante du rendement. De même, le « recyclage» du GAP par le cycle des hexoses est tout
à fait envisageable si la production d'énergie au niveau de la chaîne respiratoire est efficace.
En fait, la présence d'un seul site de translocation de protons au niveau de la chaîne
respiratoire et l'entrée du glucose à plus de 80% par la voie oxydative constituent les seules
possibilités qui doivent être écartées. Dans un contexte où l'aspect énergétique contrôle la
production de xanthane, l'énergie de maintenance, et plus largement l'énergie de maintenance
apparente, constituent une dépense défavorable à l'obtention d'un rendement en xanthane
plus élevé. Il reste à déterminer si une partie de cette énergie correspond à un « gaspillage »,
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qui peut donc être potentiellement évité, ou à des besoins réels qui seraient dans ce cas,'
difficiles à réduire. Les travaux de Rye et coll. (1988) suggèrent que, dans certaines
conditions (limitation en carbone), une énergie de maintenance extrêmement réduite peut être
obtenue.
Sur le plan dynamique, parallèlement à la déviation du flux de carbone de la
biosynthèse de biomasse à celle de xanthane, l'augmentation progressive du rendement,
clairement observée au cours de la culture, peut être la conséquence d'une optimisation de la
gestion de l'énergie par la bactérie. Trois phénomènes peuvent conduire à ce résultat :
,lune diminution de l'énergie de maintenance apparente au cours de la culture. Cette
possibilité est envisageable dans la mesure où une partie de cette dépense énergétique est
associée aux vitesses spécifiques qui diminuent en fin de culture.
,lune amélioration de l'efficacité énergétique de la chaîne respiratoire au cours de la
culture qui se traduirait par le fonctionnement de cette chaîne avec deux sites de translocation
de protons en début de culture puis avec trois sites en fin de culture.
,lune variation de la distribution du flux de GAP vers le cycle des hexoses en cours de
culture. Ainsi, le GAP serait totalement orienté vers ce cycle en début de culture alors qu'en
fin de culture il serait orienté vers la partie basse de la voie EMP.
Cependant, cette dernière hypothèse est en contradiction avec la diminution de la
teneur en pyruvate dans la gomme au cours de la culture. En effet, ce phénomène suggère
qu'au contraire, la disponibilité en PEP diminue et que le flux de carbone peut être donc
progressivement minimisé dans la GAPdH. Alternativement, la diminution de la disponibilité
en PEP peut être aussi due à l'orientation prioritaire de ce métabolite vers le cycle de Krebs
pour fournir de l'énergie, ce qui est alors contradictoire avec la première hypothèse. Elle
postule en effet que la demande en énergie diminue au cours de la culture.
D'une manière générale, ces résultats mettent en évidence qu'une marge
d'amélioration du rendement en xanthane par modification de la distribution des flux existe
mais est clairement étroite sur glucose. Par ailleurs, ils montrent que tout passage par la voie
oxydative est susceptible d'avoir une influence néfaste sur le rendement. Mais, d'après la
littérature, X campestris assimile le glucose par la voie phosphorylative en excès de glucose
(Whitfield et coll., 1982), au contraire de ce qui est décrit pour les Pseudomonades. Pourtant,
la détection de gluconate indique qu'une partie du flux de carbone emprunte la voie
oxydative. Un flux trop important dans cette voie aura comme conséquence, la chute du
rendement.
-jJ
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4. MODELISATION MACRO-CINETIQUE ET t:NERGETIQUE SUR MALTOSE
4.1. Contraintes métaboliques
4.1.1. Au niveau du réseau métabolique
Les voies d'assimilation du maltose, et plus précisément son mode d'entrée dans la
cellule, sont inconnues chez X campestris. Chez de nombreuses bactéries comme Escherichia
coli ou Aeromonas hydrophylia par exemple (Honer zu Bentrup et coll., 1994), ce substrat est
transporté dans la cellule par des systèmes à protéine périplasmique affine. Il est à noter que
des systèmes de transport de type phosphotransférase phosphoénolpyruvate dépendant
spécifiques du maltose ont été clairement identifiés mais chez des bactéries à Gram positif.
Dans tous les cas, les premières étapes d'assimilation du maltose conduisent à la production
de G6P. Celui-ci rejoint alors soit la voie centrale de dégradation du glucose (voie ED), soit la
voie de biosynthèse du xanthane. En somme, la situation métabolique pour l'assimilation du
maltose par X campestris correspond à une situation simplifiée de celle sur glucose. En effet,
le substrat est assimilé à 100% par une voie analogue à la voie phosphorylative. Comme sur
glucose, la participation du cycle des hexoses peut avoir une influence sur la production de
xanthane.
4.1.2. Au niveau énergétique
Compte tenu de la configuration du réseau métabolique pour l'assimilation du
maltose, c'est la capacité de la cellule à produire de l'énergie qui contrôle la production de
xanthane.
Aucune donnée concernant l'énergie de maintenance sur maltose n'existe dans la
littérature. Le coefficient de maintenance apparente est en effet susceptible de varier selon le
substrat carboné. Aussi, un coefficient de maintenance apparente a été déterminé à partir des
données expérimentales obtenues au cours de la culture sur maltose. La représentation de q.,
exprimé en équivalent glucose consommé (mmol de glucose/g/h), en fonction du taux de
croissance permet de déterminer graphiquement une valeur du coefficient de maintenance
apparente (Figure V.12).
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Figure V.12: Estimation du coefficient de maintenance apparente à partir de la représentation
de la vitesse spécifique de consommation de maltose (exprimée en mmol d'équivalent
glucose/g/h) en fonction du taux de croissance. Les résultats proviennent de la culture de type
« batch » sur maltose.
L'équation de la droite de régression est la suivante :
qs = %066 + 1,92 Eq. (14) :.l
Le coefficient de maintenance apparente a été déterminé comme décrit au paragraphe
3.1.2 de ce chapitre. A taux de croissance nul, la vitesse spécifique de production de xanthane
est de 0,205 mmol/g/h. Ainsi, le coefficient de maintenance apparente peut être estimé à 0,74
mmol/g/h ± 0,17. Ce coefficient est environ deux fois supérieur à celui déterminé sur glucose.
Les calculs réalisés à partir des données obtenues sur glucose montrent que le coefficient de
maintenance apparente est en partie associé aux vitesses spécifiques de production de
xanthane et de biomasse. Sur maltose, ces vitesses spécifiques sont globalement plus fortes,
ce qui peut donc conduire à une dépense énergétique plus importante au niveau de la
maintenance apparente. De plus, cette énergie est liée à la spécificité du métabolisme du
substrat considéré (par exemple, au niveau du transport) et peut donc varier en fonction du
substrat.
Autrement dit, l'obtention de vitesses spécifiques élevées nécessite une énergie de
maintenance apparente élevée. En particulier, les phénomènes qui favorisent l'augmentation
de la vitesse spécifique de consommation de substrats provoquent un « gaspillage» d'énergie.
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4.2. Calcul du rendement maximal de production de xanthane sur maltose·
Le rendement en xanthane a été calculé pour un taux de croissance de 0,05 hol , associé
à une vitesse spécifique de consommation de 2,74 mmol/g/h. Le coefficient de maintenance
apparente estimé ci-dessus, de 0,74 mmol/g/h, a été appliqué. A partir de ces données macro-
cinétiques, le rendement de production de xanthane (contenant 0,5 mole de pyruvate et 1 mole
d'acétate) a été calculé en considérant d'une part une distribution de flux de carbone au
niveau du GAP optimale pour la production de xanthane et d'autre part un «recyclage»
maximal du GAP vers le cycle des hexoses. Ce rendement est fonction du nombre de sites de
translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire; il est comparé au rendement
expérimental, correspondant à ce point de fonctionnement macro-cinétique (Tableau V.5).
Tableau V.S: Rendement de production de xanthane sur maltose en fonction du nombre de
sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire et de l'orientation du flux
de carbone vers le cycle des hexoses.
Nombre de sites Rendement en xanthane calculé
(Cmol/Cmol)
Rendement expérimental
(Cmol/Cmol)
3
2
1
maximum avec « recyclage»
0,55 0,52
0~2 0~8
0~5 0~5
0,55
0,55
0,55
Sur maltose, comme sur glucose, l'énergie contrôle la production de xanthane. Dans
ce contexte, le «recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses diminue le potentiel de
production de xanthane. Par contre, comme sur glucose, seule une bonne efficacité de la
chaîne respiratoire permet d'atteindre le rendement expérimental.
Le coefficient de maintenance apparente qui permet d'obtenir le rendement
expérimental peut être calculé en fonction du nombre de sites de translocation de protons
présents au niveau de la chaîne respiratoire (Tableau V.6).
Tableau V.6: Coefficient de maintenance apparente au cours de la culture sur maltose en
fonction du nombre de sites de translocation de protons pour atteindre le rendement
expérimental.
Nombre
de sites
3
2
1
Coefficient de maintenance
apparente (mmol/g/h)
0,74
0,64
0,40
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Si 2 ou 3 sites de translocations de protons composent la chaîne respiratoire, les
coefficients de maintenance apparente sont proches de celui déterminé graphiquement ci-
dessus. Par contre, s'il n'existe qu'un seul site, le coefficient de maintenance apparente doit
être faible pour atteindre le rendement expérimental.
4.3. Discussion
D'après l'analyse de flux réalisée sur glucose, l'entrée exclusive du glucose par la voie
oxydative peut être écartée. Les métabolismes du glucose et du maltose s'avèrent donc très
proches. Sur les deux substrats, l'énergétique cellulaire contrôle le rendement de production
en xanthane. De même, le « recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses peut être envisagé
sur l'un ou l'autre de ces substrats à condition que la chaîne respiratoire soit composée de
trois sites. En somme, l'orientation des flux de carbone dans le réseau métabolique central et
les contraintes métaboliques qui imposent les rendements en polysaccharide sont visiblement
similaires. Pourtant, le comportement macro-cinétique de la souche est très différent selon
que le maltose ou le glucose sont la source de carbone. En effet, sur maltose, les vitesses
spécifiques sont globalement plus fortes, ce qui illustre une activité métabolique plus
importante sur ce substrat. Comme évoqué au chapitre IV, ces constatations s'expliquent par
la limitation du transport du glucose. Les différences de cinétiques se répercutent sur l'énergie
de maintenance apparente. Etant lié en partie aux vitesses spécifiques, il est en effet logique
que le coefficient de maintenance apparente soit plus fort sur maltose que sur glucose.
Néanmoins, une dépense énergétique spécifique au maltose, non prise en considération, peut
aussi constituer une autre partie de l'énergie de maintenance apparente. Le métabolisme de
ces deux substrats étant proche, la seule différence potentielle se situe au niveau des systèmes
de transport des substrats. Une stœchiométrie énergétique différente entre les modes de
transport du maltose et du glucose pourrait expliquer aussi l'écart entre les coefficients.
L'amélioration de la capacité de transport du glucose de souches de X campestris (par
voie génétique essentiellement) permettrait d'augmenter les cinétiques associées à ce substrat,
et par conséquent la productivité du procédé. Plus largement, sur des substrats composés de
glucose libre (sirop de glucose, hydrolysât d'amidon), l'utilisation de telles souches
permettrait d'obtenir des gains concernant la durée des cultures. Cependant, l'augmentation
des vitesses spécifiques doit avoir pour conséquence l'augmentation de l'énergie de
maintenance apparente. Cette augmentation se répercute alors sur le rendement. Autrement
dit, un compromis doit être trouvé entre rendement et vitesse.
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SACCHAROSE
5.1. Contraintes métaboliques
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5.1.1. Au niveau du réseau métabolique
'll'L'entrée du substrat
Le métabolisme du saccharose est le cas le plus complexe en raison principalement de
la connaissance insuffisante de ses premières étapes d'assimilation. En effet, ce substrat peut
être transporté dans la cellule par des systèmes à symport de protons ou des systèmes à
protéine affine. Ces deux systèmes de transport du saccharose, qui présentent des
stoechiométries énergétiques différentes, ont été décrits dans la littérature pour divers micro-
organismes. Le disaccharide intracellulaire est hydrolysé soit par une activité invertase
intracellulaire pour donner du glucose et du fructose intracellulaires, soit par une activité
saccharose phosphorylase pour produire du glucose-I-phosphate (GIP) et du fructose (Figure
V.l3).
Saccharose
H+
Saccharose
~
Fructose Glucose
1 ~ ATP 2 ~ ATP
~~ADP ~~ADP
FructoIe-6-P GIUCOf-6-P
ED ED
Saccharose
Saccharose
~
Fructose Glucose
1 ~ ATP 2 ~ ATP
~~ADP ~~ADP
Fructose-6-P Glucose-6-P
! !
ED ED
Saccharose
EXT
membrane
cytoplasmique
INT
Saccharose
~Iase
Fructose Glucose-1-P
1 ~ ATP 13
~~ADP ~
FructlS6-6-P GIUCT6-P
ED ED
système symport à
protons
système à protéine
périplasmique affine
Figure V.13: Mode de transport et assimilation du saccharose. 1, fructokinase ; 2,
glucokinase ; 3, u-phosphoglucomutase ; ED, voie d'Entner-Doudoroff; EXT, extérieur;
!NT, intérieur.
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Selon le mode de transport et l'activité enzymatique associée à l'hydrolyse du
disaccharide, l'assimilation du saccharose peut conduire à la production de glucose, de G6P,
de GIP et de fructose. Toutes ces molécules intracellulaires peuvent rejoindre les voies
métaboliques centrales.
v"L'assimilation des hexoses intracellulaires
Les différentes formes de glucose sont métabolisées par la voie ED au niveau du G6P.
Le glucose intracellulaire est phosphorylé par une glucokinase ATP dépendante en G6P et le
GIP est transformé en G6P par une phosphoglucomutase (a-PGM) (Figure V.13).
Par contre, la partie fructose peut être assimilée différemment selon le mode de
phosphorylation de cet hexose (Figure V.14). En effet, elle peut être phosphorylée soit par
l'intermédiaire d'une fructokinase, soit par l'intermédiaire du système phosphotransférase
phosphoénolpyruvate dépendant spécifique du fructose (PTSfru) . Ces deux systèmes sont
susceptibles d'être présents conjointement au niveau de la cellule de X campestris au cours
de la culture sur saccharose (De Crecy-Lagard et coll., I99Ia). La phosphorylation via la
fructokinase conduit à la production de fructose-6-P (F6P) qui rejoint la voie ED, alors que la
phosphorylation par le système PTS conduit à la production de fructose-l-P (FIP) et à la
transformation simultanée du PEP en pyruvate. Cette transformation constitue alors une
contrainte au niveau du réseau métabolique. Le FIP est ensuite transformé en fructose-Lé-
diphosphate (FDP) par l'intermédiaire d'une activité l-phosphofructose kinase. Dans ce cas,
le FDP peut soit rejoindre la voie ED via la fructose-Lô-biphosphatase, soit être métabolisé
par la fructose-I,6-diphosphate aldolase et les enzymes de la partie exergonique de la
glycolyse. L'orientation du FDP dans ces deux voies correspond finalement au «recyclage»
ou non du GAP par le cycle des hexoses, évoqué sur glucose et sur maltose.
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Figure V.14 : Métabolisme de la partie fructose. 1, Fructose-1,6-diphosphate aldo1ase (FDP
aldo1ase) ; 2, Fructose-1,6-biphosphatase (FDPase).
Il est à remarquer que les rendements énergétiques sont différents selon le mode de
phosphorylation de la partie fructose et la distribution du FDP entre la voie ED et celle EMP :
2 ATP produit/fructose si la partie fructose est phosphorylée par le PTS et
métabolisée par la voie ED,
o ATP produit/fructose si la partie fructose est phosphorylée par le PTS et
métabolisée par la voie EMP,
1 ATP produit/fructose si la partie fructose est phosphorylée par la perméase et
métabolisée par la voie ED. Dans ce cas de figure, le métabolisme du saccharose
est identique à celui du maltose.
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Plusieurs configurations métaboliques ont été considérées en fonction du mode de .
phosphorylation de la partie fructose :
./absence de la FDP aldolase et présence de la fructose-l ,6-biphosphatase,
./présence de la FDP aldolase et absence de la fructose-l,6-biphosphatase,
./présence des deux enzymes,
./présence des deux enzymes, avec un flux de FDP maximisé dans la fructose-I,6-
biphosphatase.
Les deux premières configurations constituent des situations extrêmes, peu
vraisemblables dans la mesure où elles impliquent l'absence d'un cycle des hexoses
fonctionnels.
5.1.2. Au niveau énergétique
Comme pour le maltose, aucune donnée ne concerne l'énergie de maintenance
associée au métabolisme du saccharose. Aussi, un coefficient de maintenance apparente a été
déterminé à partir des données expérimentales obtenues au cours de la culture sur saccharose.
La représentation du qs, exprimé en équivalent glucose consommé (mmol de glucose/g/h), en
fonction du taux de croissance permet de déterminer graphiquement une valeur du coefficient
de maintenance apparente (Figure V.15).
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Figure V.15: Estimation du coefficient de maintenance apparente à partir de la représentation
de la vitesse spécifique de consommation de saccharose (exprimée en mmol d'équivalent
glucose/g/h) en fonction du taux de croissance. Les résultats proviennent de la culture de type
« batch » sur saccharose.
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L'équation de la droite de régression est la suivante :
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Eq.(15)
Le coefficient de maintenance apparente a été déterminé comme décrit au paragraphe
3.1.2. A taux de croissance nul, la vitesse spécifique de production de xanthane est de 0,245
mmol/g/h. Ainsi, le coefficient de maintenance apparente peut être estimé à 0,73 mmol/g/h ±
0,20. Ce coefficient de maintenance apparente est proche de celui déterminé sur maltose. Il
semble donc que l'assimilation des disaccharides par rapport à celle d'un monosaccharide (tel
que le glucose), entraîne une augmentation de l'énergie de maintenance apparente. Dans la
mesure où cette énergie est liée aux vitesses spécifiques, cette augmentation est la résultante
d'une activité métabolique plus élevée sur ces substrats, illustrée par les vitesses spécifiques
plus fortes.
5.2. Calcul du rendement maximal de production de xanthane sur
saccharose
Le rendement en xanthane a été calculé pour un taux de croissance de 0,05 h-I , associé
à une vitesse spécifique de consommation de 2,92 mmol/g/h. Le coefficient de maintenance
apparente estimé ci-dessus, de 0,73 mmol/g/h, a été appliqué. A partir de ces données macro-
cinétiques, le rendement de production de xanthane (contenant 0,5 mole de pyruvate et 1 mole
d'acétate) a été calculé en fonction d'une part du nombre de sites de translocation de protons
au niveau de la chaîne respiratoire, et d'autre part, de la proportion du flux de
phosphorylation de la partie fructose par le PTS ou par la fructokinase. Différentes
configurations au niveau de la distribution du FDP ont été prises en considération.
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1) Absence de la FDP aldolase et présence de la-fructose-l ,6-biphosphatase (Figure'
V.16)
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FigureV.16: Influence de la répartition du flux de phosphorylation de la partie fructose du
saccharose entre la fructokinase et le PTS sur le rendement maximal en xanthane, en absence
de la FDP aldolase et en présence de fructose-Lô-biphosphatase, en fonction du nombre de
sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2
sites ; (... ), 1 site. Le rendement expérimental en xanthane est représenté par une ligne
continue horizontale et la zone grisée est indicative de l'erreur expérimentale.
Dans cette configuration, deux comportements distincts peuvent être constatés :
-/si le fructose est majoritairement phosphorylé par le PTS, les contraintes imposées
par le réseau métabolique, et en particulier par le PTS, contrôlent le rendement en xanthane,
quelle que soit l'efficacité de la chaîne respiratoire. Dans ce cas, une partie du PEP est
consacrée à la phosphorylation du fructose par le PTS; le flux dans la PYK est alors nul
(Figure V.17A). Dans ce contexte, la phosphorylation du fructose par le PTS est pénalisante
pour la production de xanthane.
-/si la partie fructose est majoritairement phosphorylée par la fructokinase, le
rendement de production de xanthane est limité par l'énergétique. En effet, l'augmentation de
l'efficacité de la chaîne respiratoire permet d'améliorer le rendement en xanthane. Le PTS ne
contrôle plus le flux dans la PYK (le flux est supérieur à 0) (Figure V.17B). Une
augmentation graduelle du rendement en xanthane, particulièrement nette lorsque l'efficacité
de la chaîne respiratoire est faible, est constatée avec l'augmentation de la proportion de
fructose phosphorylée par la fructokinase. Pourtant, la phosphorylation par le PTS est
favorable sur le plan énergétique. En fait, dans cette configuration, la phosphorylation par la
fructokinase permet d'éviter un «gaspillage» d'énergie, comparable à un cycle futile, au
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niveau de la phosphorylation du fructose-l-P en FDP etde la «déphosphorylation» du FDP
au niveau de la fructose-l,6-biphosphatase pour former le F6P.
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Figure V.17: Schéma simplifié de la distribution des flux de carbone en absence de l'aldolase
selon la phosphorylation de la partie fructose à 100% par le PTS (A) ou par la fructokinase
(B). Le nombre de sites est de 3 et le rapport PlO est respectivement de 1,90 et de 1,92.
Pour expliquer le rendement expérimental observé, il est nécessaire de considérer une
bonne efficacité de la chaîne respiratoire. Cette chaîne doit contenir 3 sites de translocation de
protons. Le flux de phosphorylation de fructose par le PTS ne doit pas dépasser 60%. Dans
cette configuration, la marge d'amélioration du rendement est quasi inexistante.
2) Présence de la FDP aldolase et absence de la fructose-l,6-biphosphatase (Figure
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Figure V.IS: Influence de la répartition du flux de phosphorylation de la partie fructose du
saccharose entre la fructokinase et le PTS sur le rendement maximal en xanthane, en présence
de la FDP aldolase et en absence de fructose-l,6-biphosphatase, en fonction du nombre de
sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2
sites; ( ... ), 1 site. Le rendement expérimental en xanthane est représenté par une ligne
continue horizontale et la zone grisée est indicative de l'erreur expérimentale.
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Dans cette configuration, le rendement en xanthane n'est imposé par la distribution du .
carbone dans le réseau métabolique, que si l'efficacité de la chaîne respiratoire est bonne et si
le fructose est intégralement phosphorylé par le PTS. Dans ce cas, le flux issu de la
phosphorylation de la partie glucose du saccharose est intégralement orienté vers la
biosynthèse du xanthane. Le flux dans la G6PdH est alors réduit au minimum pour assurer les
besoins de la cellule en précurseurs et constitue la contrainte métabolique pour la production
de xanthane (Figure V.19A). Sinon, le rendement de production est principalement contrôlé
par la capacité de la cellule à produire de l'énergie, et aucun enzyme ne contrôle la production
de xanthane (Figure V.l9B). Contrairement à ce qui est observé pour le cas 1),
l'augmentation de la proportion de phosphorylation du fructose par la fructokinase conduit à
la diminution du rendement maximal en xanthane. Dans cette configuration où la fructose-
1,6-biphosphatase ne joue aucun rôle et où la production de xanthane est limitée par
l'énergétique, le transport par PTS permet une économie d'énergie qui se répercute sur le
rendement en xanthane.
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Figure V.19: Schéma simplifié de la distribution des flux de carbone en absence de la
fructose-1,6-biphosphatase selon la phosphorylation de la partie fructose à 100% (A) ou à
80% (B) par le PTS. Le nombre de sites est de 3 et le rapport PlO est respectivement de 1,90
et de 1,91.
Outre l'efficacité de la chaîne respiratoire, le rendement en xanthane est peu tributaire
du mode de phosphorylation de la partie fructose. Dans cette configuration, il n'est pas
possible de définir un point de fonctionnement particulier pour justifier le rendement en
xanthane observé.
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3) Présence de la FDP aldolase et de la fructose-l,6-biphosphatase sans et avec
« recyclage» maximisé du GAP (Figure V.20A et B respectivement)
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Figure V.20: Influence de la répartition du flux de phosphorylation de la partie fructose du
saccharose entre la fructokinase et le PTS sur le rendement maximal en xanthane, en présence
de la FDP aldolase et de la fructose-l,6-biphosphatase, sans (A) et avec « recyclage»
maximisé du GAP (B), en fonction du nombre de sites de translocation de protons au niveau
de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2 sites; (... ), 1 site. Le rendement expérimental
en xanthane est représenté par une ligne continue horizontale et la zone grisée est indicative
de l'erreur expérimentale.
Dans ces configurations métaboliques, l'énergétique cellulaire contrôle dans tous les
cas le rendement de production de xanthane. Comme dans le cas précédent, la
phosphorylation du fructose par le PTS permet un gain d'énergie qui se répercute sur le
rendement de xanthane. Le « recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses est, par contre,
défavorable pour le rendement, comme cela a été, d'ores et déjà évoqué sur le glucose et le
maltose. Cependant, lorsque l'efficacité de la chaîne respiratoire est bonne, la différence de
rendement selon le mode de phosphorylation du fructose et l'orientation du FDP est
globalement faible, malgré une distribution des flux très différente. En effet, lorsque le flux de
FDP est distribué librement entre l'aldolase et la fructose-l,6-biphosphatase, le flux dans la
G6PdH est réduit au minimum pour assurer les besoins en précurseurs pour la biosynthèse de
la biomasse (Figure V.21A). Dans ce cas, le flux dans la voie contrôlée par la GAPdH est
important. Cette voie présente un rendement énergétique très favorable pour la cellule. Par
contre, lorsque le flux de FDP est maximisé vers la fructose-I ,6-biphosphatase, le flux dans la
GAPdH est minimisé pour assurer les besoins en précurseurs, la teneur en pyruvate dans la
gomme et le transport par PTS. Le flux dans la PYK est nul (Figure V.21B). Cette situation
diminue la production d'énergie au niveau du métabolisme central, et se répercute donc sur le
rendement en xanthane.
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Figure V.21: Schéma simplifié de la distribution des flux de carbone en présence de
l'aldolase et de la fructose-l,6-biphosphatase, lorsque la partie fructose est phosphorylé à
100% par le PTS. (A) : sans« recyclage» maximisé du GAP; (B): avec« recyclage»
maximisé du GAP Le nombre de sites est de 3 et le rapport PlO est de 1,91 dans les deux cas.
Lorsque la distribution du FDP est libre, l'efficacité de la chaîne respiratoire doit être
bonne pour expliquer le rendement expérimental. La distribution maximisée du FDP vers la
fructose-l,6-biphosphatase nécessite une chaîne respiratoire très efficace, comprenant 3 sites
de translocation de protons. Dans les deux cas, la partie fructose peut être indifféremment
phosphorylée par la fructokinase ou par le PTS.
5.3. Evolution des contraintes métaboliques et énergétiques au cours de la
culture sur saccharose
Le rendement maximum en xanthane a été calculé pour six points de fonctionnement
macro-cinétique au cours de la culture sur saccharose (Tableau V.7), et comparé aux
rendements obtenus expérimentalement. Un coefficient de maintenance apparente de 0,73
mmollg/h a été appliqué et l'existence d'un cycle des hexoses fonctionnel a été considéré.
Cependant, aucune contrainte n'a été imposée sur le «recyclage» du GAP et la distribution
du FDP. Le rendement maximum est calculé en fonction du nombre de sites de translocation
de protons qui compose la chaîne respiratoire, et la distribution du flux de phosphorylation de
la partie fructose entre le PTS et la fructokinase.
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Tableau V.7: Récapitulatif des données cinétiques et' de la composition de la gomme en
acétate et en pyruvate au cours de la culture sur saccharose.
Temps ~ qs Uxth Nombre de mole Nombre de mole de
(h) (h-I ) (mmol/g/h) (mmol/g/h) d'acétate par unité pyruvate par unité
pentasaccharidique pentasaccharidique
14 0,11 3,54 0,32 1,03 0,58
20 0,07 3,32 0,34 1,08 0,54
26 0,05 3,02 0,31 1,14 0,53
34 0,02 2,42 0,25 1,10 0,44
40
°
2,26 0,24 1,09 0,34
48
°
1,95 0,25 1,09 0,22
La figure V.22 montre que les contraintes métaboliques et énergétiques varient peu au
cours de la production de xanthane sur saccharose, comme cela a été observé sur glucose. Une
bonne efficacité respiratoire (2 ou 3 sites) est, cependant, indispensable pour expliquer les
rendements expérimentaux.
Dans ces conditions, la partie fructose peut être indifféremment phosphorylée par le
PTS ou par la fructokinase tout au long de la culture. De plus, comme cela est décrit
précédemment, la distribution du FDP entre la fructose-l,6-biphosphatase et la FDP aldolase
. a peu d'influence sur le rendement en xanthane, lorsque l'efficacité de la chaîne respiratoire
est bonne. C'est donc la capacité de la cellule à produire de l'énergie qui contrôle
principalement le rendement de production de xanthane, quelle que soit l'orientation des flux
de carbone dans le métabolisme. En effet, une distribution maximisée du flux de FDP par le
cycle hexose peut aussi expliquer les rendements expérimentaux. De plus, comme sur
glucose, la teneur en pyruvate dans la gomme diminue au cours de la culture sur saccharose
(Tableau V.7). L'orientation du flux de carbone vers le cycle des hexoses permettrait de
justifier ce phénomène.
En somme, ces calculs ne permettent pas de proposer une distribution bien déterminée
des flux de carbone non seulement au niveau de la phosphorylation de la partie fructose, mais
aussi au niveau de l'orientation du FDP bien que la diminution de la teneur en pyruvate
accrédite plutôt un flux important de carbone dans le cycle des hexoses. Par contre, cette
modélisation métabolique met en évidence que, tout au long de la culture, les gains potentiels
d'amélioration du rendement existent mais sont relativement faibles compte tenu de l'énergie
de maintenance apparente déterminée expérimentalement. Comme sur glucose, des variations
de l'énergie de maintenance apparente sont envisageables pour justifier les rendements
expérimentaux et notamment en fin de culture. Mais compte tenu des diverses possibilités
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concernant la distribution des flux dans le métabolisme, ces vanations n'ont pas pu être
quantifiées.
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Figure V.22: Evolution des rendements théoriques de production de xanthane au cours de la
culture sur saccharose en fonction du mode de phosphorylation de la partie fructose et du
nombre de sites de translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites;
(---), 2 sites ; (... ), 1 site. Le rendement expérimental en xanthane est représenté par une ligne
continue horizontale et la zone grisée est indicative de l'erreur expérimentale.
5.4. Discussion
D'une manière générale, comme sur glucose et sur maltose, la production de xanthane
s'avère un processus robuste sur saccharose. En effet, de grandes variations au niveau de la
distribution des flux de carbone dans le réseau métabolique n'induisent pas de grandes
variations des rendements. Le mode de phosphorylation du fructose et l'orientation du FDP
entre la FDP aldolase et fructose-Lô-biphosphatase, autrement dit l'orientation des flux dans
le cycle des hexoses, jouent un rôle mineur sur ce rendement. Cependant, les distributions des
flux qui permettent une optimisation de la production et de la dépense d'énergie (transport par
PTS, pas de flux dans le cycle des hexoses) sont les plus favorables pour le rendement en
xanthane, même si les gains potentiels de rendement ne sont pas très importants. Le
rendement de production de xanthane sur saccharose apparaît donc fortement tributaire de
l'énergétique cellulaire.
Chapitre V : Modélisation métabolique et analyse de flux - 166-
L'augmentation progressive du rendement en xanthane au cours de la culture peut être
expliquée par une déviation du flux de carbone de la biosynthèse de biomasse vers la
biosynthèse de xanthane. Mais, comme cela est évoqué pour le glucose, cette augmentation
du rendement peut être aussi associée à une optimisation des dépenses énergétiques. En effet,
la diminution de l'énergie de maintenance apparente, le passage du fonctionnement de la
chaîne respiratoire de 2 sites en début de culture, à 3 sites de translocation de protons en fin
de culture et l'orientation progressive du GAP vers la partie exergonique de la glycolyse sont
des phénomènes qui peuvent se concrétiser par l'augmentation du rendement.
Dans ce contexte, l'énergie de maintenance apparente constitue une limitation à la
production de xanthane. Cette énergie est en partie liée aux vitesses spécifiques. Si les
coefficients mx, mxth et m déterminés pour le glucose (Tableau VA) sont appliqués aux
cinétiques du saccharose, le coefficient de maintenance calculé est inférieur à celui déterminé
graphiquement (0,73 mmol/gIh). Par exemple, à Il = 0,05h-1 et Uxth = 0,3 mmol/g/h, le
coefficient de maintenance apparente calculé est de 0,43 et de 0,33 mmol/gIh si la chaîne
respiratoire contient respectivement 3 et 2 sites de translocation de protons. Aussi, des
dépenses énergétiques sont propres au métabolisme du saccharose. Cette énergie, considérée
Jusqu'à présent comme un vrai besoin, peut être associée en fait à des cycles futiles
spécifiques au métabolisme du substrat. Ainsi, dans cette alternative et d'un point de vue
purement théorique, la minimisation des pertes d'énergie sur saccharose peut conduire à la
réduction du coefficient de maintenance apparente sur ce substrat à celui observé sur glucose.
Un calcul du rendement théorique en xanthane a donc été réalisé en appliquant le coefficient
de maintenance apparente déterminé sur glucose (0,33 mmol/g/h), et les données cinétiques
présentées au paragraphe 5.2 (Figure V.23).
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Figure V.23: : Influence de la répartition du flux de phosphorylation de la partie fructose du
saccharose entre la fructokinase et le PTS sur le rendement maximal en xanthane, en présence
de la FDP aldolase et de la fructose-I.ô-biphosphatase, sans (A) et avec « recyclage»
maximisé du GAP (B), en fonction du nombre de sites de translocation de protons au niveau
de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2 sites. Le coefficient de maintenance apparente
est de 0,33 mmol/g/h.
Cette configuration conduit à l'obtention de rendements théoriques en xanthane
évidemment plus élevés. Ils correspondent à des gains extrêmes de rendement compris entre
20 et 25 points par rapport aux rendements théoriques calculés avec un coefficient de
maintenance de 0,73 mmol/g/h. D'un point de vue pratique, il reste à identifier à quel(s)
niveau(x) du métabolisme se situent les pertes d'énergie.
6. MODELISATION MACRO-CINETIQUE ET ENERGETIQUE SUR FRUCTOSE
Le fructose ne constitue pas un substrat carboné intéressant pour la production de
xanthane en raison principalement de son prix d'achat. Par contre, son métabolisme est un cas
intéressant et complète cette étude. En effet, d'après la littérature (De Crecy-Lagard et coll.,
199Ia), ce substrat carboné entre majoritairement dans la cellule par le système PTSfru• Aussi,
dans cette situation, le flux de carbone pourrait imposer le rendement en xanthane, au
contraire de ce qui est observé dans cette étude pour les autres sources de carbone, où
l'énergétique contrôle la production de la gomme. Néanmoins, bien que le transport du
fructose soit majoritairement assuré par le PTSfru, un système de transport de type perméase
spécifique du fructose est susceptible d'être conjointement présent et doit être pris en
considération.
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Aussi, une modélisation métabolique a été réalisée à partir de données expérimentales
obtenues au cours d'une culture sur fructose. Les vitesses spécifiques sont globalement faibles
sur ce substrat mais un point de fonctionnement proche de celui observé sur glucose a été
choisi: le taux de croissance est de 0,04 h-I , la vitesse spécifique de consommation de
fructose est de 1,6 mmol/g/h. Le coefficient de maintenance apparente, de 0,33 mmol/g/h,
déterminé pour le glucose, a été appliqué pour effectuer les calculs. La culture sur fructose se
caractérise par une teneur en pyruvate dans la gomme, particulièrement faible durant la
totalité de la culture, comparativement à celles mesurées sur les autres substrats. Elle
représente 1,8% (g/g) de la masse sèche de polysaccharide, soit 0,16 mole de pyruvate/mole
d'unité pentasaccharidique. Une teneur en acétate de 1 mole/mole d'unité pentasaccharidique,
proche de celle observée sur les autres substrats, est par contre mesurée.
Le rendement en xanthane est calculé d'une part, en considérant une bonne efficacité
de la chaîne respiratoire, comme cela est observé pour les 3 autres substrats (2 ou 3 sites de
translocation de protons) et d'autre part, en fonction de la distribution du flux d'entrée de
fructose entre le PTS et la perméase. La présence d'un cycle des hexoses fonctionnel est
considérée; le flux dans ce cycle est soit laissé libre de toutes contraintes (Figure V.24A) soit
maximisé (Figure V.24B).
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Figure V.24: Influence de la répartition du flux d'entrée du fructose entre la perméase et le
PTS sur le rendement maximal en xanthane, sans contrainte sur le flux dans le cycle des
hexoses (A) et avec un flux maximisé dans ce cycle (B), en fonction du nombre de sites de
translocation de protons au niveau de la chaîne respiratoire: (-), 3 sites; (---), 2 sites. Le
rendement expérimental en xanthane est représenté par une ligne continue horizontale et la
zone grisée est indicative de l'erreur expérimentale.
Sur ce substrat, le transport majoritaire du fructose par le PTSfru est la seule possibilité
pour expliquer le rendement expérimental en xanthane. Ceci est vrai quelle que soit
l'importance du flux de carbone dans le cycle des hexoses. Aussi, ces résultats confirment que
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la production de xanthane est imposée sur ce substrat· par une contrainte liée au réseau .
métabolique, qui se situe donc plus précisément au niveau du transport du substrat. Ce mode
de transport impose un flux nul dans la PYK (Figure V.25). La production d'énergie n'est
donc pas la contrainte limitante pour la production du polysaccharide sur fructose.
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Figure V. 25: Schéma simplifié de la distribution des flux de carbone sur fructose. Le flux
dans le cycle des hexoses est laissé libre. Le nombre de sites est de 3 et le rapport PlO est de
1,90.
La faible teneur en pyruvate dans la gomme observée sur fructose est parfaitement
justifiée compte tenu de cette situation métabolique. En effet, le PEP est obligatoirement
orienté pour assurer le transport du substrat et n'est donc plus disponible pour la pyruvylation
de la gomme.
7. CONCLUSION
Cette modélisation métabolique, basée sur l'évaluation des flux intracellulaires, met
clairement en évidence que l'énergétique est le paramètre crucial pour le rendement de
production de xanthane, quel que soit le substrat carboné (glucose, maltose ou saccharose), à
l'exception du fructose qui constitue un cas particulier. Dans ce contexte, l'optimisation des
dépenses énergétiques conduit à l'amélioration de la production du polysaccharide. Trois
facteurs métaboliques clairement identifiés peuvent influencer le rendement, quel que soit le
substrat considéré :
\.
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,(L'ént:rgie de maintenance apparente
Cette forme d'énergie constitue un compartiment énergétique défavorable à
l'obtention de meilleures performances. Cette énergie est pratiquement deux fois plus élevée
sur maltose et sur saccharose que sur glucose. Cette différence peut être attribuée non
seulement à des réactions spécifiques aux substrats non prises en considération dans le réseau
métabolique, voire à des cycles futiles au niveau du catabolisme des sucres mais aussi, à
l'activité métabolique plus importante sur maltose et sur saccharose. L'amélioration du
rendement nécessiterait une minimisation des dépenses énergétiques à ce niveau. D'un point
de vue pratique, cette maîtrise est très difficile à obtenir, et des gains de rendement par ce
biais semblent peu envisageables.
,l'Le « recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses
Le « recyclage» du GAP vers le cycle des hexoses est une distribution de flux carboné
défavorable sur le plan énergétique. La diminution de la teneur en pyruvate dans la gomme
serait cohérente avec un « recyclage» particulièrement important en fin de culture. En effet,
cette variation peut être la résultante de la diminution de la disponibilité en PEP pour la
pyruvylation de la gomme, consécutive à un flux de carbone faible dans la partie exergonique
de la glycolyse. Ainsi, l'orientation optimale du flux de GAP vers cette voie contribuerait à
améliorer le rendement en xanthane en fin de culture. Cependant, il reste à déterminer les
facteurs métaboliques qui induisent ce «recyclage» de GAP. L'intervention du génie
génétique n'apparaît pas évidente à ce niveau puisqu'il ne s'agit pas de supprimer ou de
surexprimer une activité enzymatique, mais d'optimiser des flux de carbone au niveau d'un
nœud métabolique.
,l'La chaîne respiratoire
Au cours des cultures, une augmentation progressive du rendement carboné est
observée. Si cette augmentation peut être la résultante de la déviation du flux de carbone de la
biosynthèse de biomasse vers celle de xanthane, elle peut être aussi expliquée par une
optimisation de la production énergétique au cours de la culture. Dans cette optique, le
passage progressif de 2 sites de translocation de protons à 3 sites provoquerait une
amélioration de la production d'énergie qui peut se répercuter sur le rendement. Un tel
phénomène conduirait à l'augmentation progressive du rendement. Par quel mécanisme
l'efficacité respiratoire peut-elle varier au cours de la culture? La distribution du flux
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d'électrons dans la chaîne respiratoire entre les deux déshydrogénases (NDH-I et NDH-II, .
Figure V.2) est en faveur de la NDH-I chez E. coli lorsque la pression partielle en oxygène est
inférieure à 2% (De Jonge, 1996). Or, cette distribution du flux d'électrons conduit à la
translocation supplémentaire de protons et donc à une meilleure efficacité énergétique. Ainsi,
lorsque 1'02 se raréfie, la cellule adapte sa chaîne respiratoire pour optimiser sa production
d'énergie à partir de 1'02, Ce comportement paraît logique sur le plan écologique. Or, en fin
de culture, du fait du caractère pseudo-plastique des moûts de fermentation de xanthane,
l'agitation représente une difficulté majeure pour assurer l'homogénéisation du réacteur et le
maintien de la pression partielle en oxygène dissous. Ainsi, l'augmentation de la viscosité
peut conduire à l'apparition de limitation (partielle) en oxygène dans le réacteur (ou dans
certaines zones de ce réacteur). Ainsi, si la distribution des flux d'électrons est identique au
niveau de la chaîne respiratoire de X campestris à celle d'E. coli, l'augmentation du
rendement en xanthane au cours de la culture peut être la conséquence d'une raréfaction de
1'02. Le contrôle de la pression partielle en O2peut donc être favorable pour le rendement en
xanthane. La maîtrise de ce paramètre environnemental constituerait donc une possibilité
envisageable pour améliorer le rendement sur le plan théorique mais sa mise en œuvre à
l'échelle industrielle paraît peu évidente. Il est à noter que dans ce cas, la limitation en
oxygène (dans une certaine mesure) peut être favorable à la production de xanthane.
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CHAPITRe VI: CONTRAINTes MeTABOLIQUeS
ASSOCIees A LA PRODUCTION De XANTHANe
L'aspect «physiologique» de la production des polysaccharides microbiens est
généralement abordé par des approches génétiques. Elles permettent clairement de
caractériser les voies de biosynthèse des polysaccharides et d'identifier les voies du
métabolisme central essentielles à leur biosynthèse. Cependant, les mécanismes de régulation
métabolique des flux de carbone ne peuvent pas être expliqués par ce type d'approche. Et la
littérature est exempte de toute tentative pour décrire les phénomènes métaboliques associés à
la production de polysaccharides.
En revanche, une approche de génie métabolique permet d'appréhender les
phénomènes provoquant les comportements macro-cinétiques observés, en particulier dans les
cultures industrielles. Ainsi, la quantification des flux métaboliques à partir de données
intracellulaires (concentration d'enzymes, concentrations des métabolites intracellulaires, etc.)
et de caractéristiques cinétiques permet d'identifier les facteurs métaboliques qui influent sur
les performances d'un micro-organisme.
Les caractéristiques macro-cinétiques en condition de production de xanthane sur
différents substrats sont désormais bien établies. Cependant, les modélisations de flux
métaboliques réalisées au chapitre V montrent qu'une partie des enjeux pour l'amélioration
des performances de production repose sur l'évaluation des contraintes métaboliques. Dans un
premier temps, une analyse préliminaire permet de vérifier la structure du réseau métabolique
de Xanthomonas campestris sur différentes sources de carbone et plus particulièrement, au
cours d'une culture sur glucose. L'étude approfondie du métabolisme de X campestris sur
saccharose a été ensuite réalisée au cours d'une culture, représentative des conditions
industrielles de production de xanthane. La confrontation de données biochimiques
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intracellulaires (concentrations en enzymes et en métabolites) obtenues zn vivo avec des
caractéristiques cinétiques d'enzymes «clés» du métabolisme central obtenues in vitro,
permet de mettre en évidence les mécanismes métaboliques associés à la production du
xanthane. La figure VI. 1 présente l'ensemble des activités enzymatiques et des concentrations
en métabolites dosées au cours de l'étude.
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Figure VI.I: Schéma simplifié du réseau métabolique de X campestris. Activités
enzymatiques dosées (-), activités enzymatiques non dosées (---). Les métabolites dosés sont
soulignés. Abréviations: G6P, glucose-6-phosphate ; F6P, fructose-6-phosphate ; FDP,
fructose-l,6-diphosphate; FIP, fructose-l-phosphate; MIP, mannose-l-phosphate; GIP,
glucose-l-phosphate; KDPG, 2-céto-3-déoxy-6-phosphogluconate ; GAP, glycéraldéhyde-3-
phosphate; DHAP, dihydroxyacétone-phosphate ; 1,3PG, 1,3-diphosphoglycérate ; 3PG, 3-
phosphoglycérate ; 2PG, 2-phosphoglycérate ; PEP, phosphoénolpyruvate ; AcCoa, acétyl-
CoA ; GK, glucokinase ; FK, fructokinase ; G6PdH, glucose-ô-phosphate déshydrogénase;
FDP aldolase, fructose-l,6-diphosphate aldolase ; FDPase, fructose-I ,6-biphosphatase ; PGI,
phosphoglucose isomérase ; GAPdH-NAD+, glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase
NAD+ dépendant; a-PGM, phosphoglucomutase ; PMI, phosphomannose isomérase ; PYK,
pyruvate kinase.
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1. MISE EN PLACE DU RESEAU METABOLIQUE'
La modélisation de la distribution des flux réalisée au chapitre V souligne
l'importance de définir correctement le réseau métabolique, dont dépendent les contraintes
métaboliques. Cette analyse met en évidence en particulier, l'importance des voies
biochimiques issues du fructose-Lô-diphosphate (FDP). Le but de cette étude est donc dans
un premier temps de vérifier la structure du réseau métabolique sur différentes sources de
carbone. Dans un deuxième temps, l'évolution de la structure de ce réseau est évaluée au
cours d'une culture sur glucose.
1.1. Etudepréliminaire
Cette étude a pour but d'acquérir des informations sur l'assimilation de différentes
sources de carbone (glucose, saccharose, fructose et un mélange équimolaire de glucose et de
fructose) et de déterminer l'équipement enzymatique de la souche sur ces substrats.
Les cultures de X campestris ont été réalisées dans des réacteurs de 2 litres, équipés de
systèmes de régulation instantanée de la température, du pH et de la pression partielle en
oxygène dissous. Le milieu de culture mis en œuvre est identique au milieu semi-minéral
utilisé pour la production industrielle de xanthane, à l'exception de la source de carbone :
glucose, fructose, saccharose et un mélange équimolaire de glucose et de fructose. Pour toutes
les cultures, la concentration molaire en sucre est identique. Le prélèvement des cellules pour
la détermination des concentrations en enzymes a été effectué pendant une phase de
croissance rapide observée en début de culture (t = 20 heures) (Tableau VI. 1).
Tableau VI.l: Paramètres cinétiques mesurés à t = 20 heures.
t la vitesse spécifique de consommation du substrat (qs) est exprimée en mmol d'équivalent
glucose/g de biomasse/h
t la vitesse spécifique de production de xanthane (Uxth) est exprimée en mmol d'unité
pentasaccharidique/g de biomasselh
~ (h-I)
qs (mmol glc/g/h) t
qglc (mmol glc/g/h)
qfru (mmol fm/g/h)
Uxth (mmol/g/h) t
Glucose
0,07 ± 0,01
3,0±0,2
3,0 ± 0,2
0,26 ± 0,03
Fructose
0,04 ± 0,05
1,6 ± 0,2
1,6 ± 0,2
0,13 ± 0,02
Saccharose
0,11 ± 0,01
3,6±0,2
1,8±0,1
1,8±0,1
0,32 ± 0,04
Glucose/Fructose
0,11 ± 0,01
3,6±0,2
2,5 ± 0,1
1,1 ± 0,1
0,3 ± 0,04
Le comportement macro-cinétique est identique sur saccharose et sur le mélange
glucose/fructose. Sur glucose, les vitesses spécifiques sont inférieures à celles observées sur le
saccharose, en accord avec les résultats précédemment obtenus (Chapitre IV). Les cinétiques
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sont, par contre, nettement plus faibles sur fructose que sur les autres substrats. Au cours de la
culture sur le mélange glucose/fructose, X campestris consomme simultanément le glucose et
le fructose avec une préférence pour le glucose. En effet, la vitesse spécifique de
consommation de glucose est supérieure à celle de consommation de fructose. Les vitesses
spécifiques de consommation de glucose et de fructose sont, néanmoins, inférieures à leur
vitesse potentielle mesurée lorsque le sucre est seul (respectivement 3,0 mmol de glucose/g/h
et 1,6 mmol de fructose/g/h). L'addition des deux vitesses spécifiques conduit par contre à
l'obtention de la vitesse spécifique mesurée sur saccharose. Ces observations sont en accord
avec les résultats présentés au Chapitre IV : en condition de co-consommation de substrats,
les vitesses spécifiques de consommation des substrats ne sont pas additives. Le flux
métabolique semble alors contrôlé par les premières étapes d'assimilation du substrat.
L'équipement enzymatique de X campestris sur ces différents substrats carbonés a été
déterminé (Tableau VI.2). Les activités spécifiques des enzymes dosés se localisent à
différents niveaux du métabolisme: phosphorylation du substrat (glucokinase (GK) et
fructokinase (FK)), enzymes gluconéogéniques du cycle des hexoses (fructose-1,6-
diphosphate aldolase (FDP aldolase) et fructose-1,6-biphosphatase (FDPase)) et enzymes
«clés» du métabolisme central (glucose-ô-phosphate déshydrogénase (G6PdH),
glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPdH) et pyruvate kinase (PYK)) (Figure
VI.1).
Tableau VI.2: Activités enzymatiques au cours des cultures sur glucose, fructose, saccharose
et le mélange équimolaire de glucose et de fructose (en nmol/min/mg de protéines).
Enzymes Glucose Fructose Saccharose Glucose/fructose
FK 4 ± 0,5 7 ± 1 9 ± 1 4 ± 0,5
GK 33±3 36±4 47±5 28±3
---------------------------------------------------------------_.---.---------._---------------_.-._-----_.---------_.-.
FDP aldolase 9 ± 1 6 ± 1 7 ± 1 12 ± 1
FDPase 46±5 21±2 49±5 47±5
.---------------------------------------------------------._---_.--.-._---_.-.-._--------._----_.--------_.- MM_MM_M.
GAPdH 419 ± 42 596 ± 60 580 ± 58 509 ± 51
G6PdH 110 ± Il 134 ± 13 140 ± 14 102 ± 10
PYK 62 ± 6 69 ± 7 68 ± 7 67 ± 7
L'équipement enzymatique est similaire quel que soit le substrat carboné: tous les
enzymes sont détectés et les activités de chaque enzyme sont très proches d'un substrat à un
autre.
Le rapport des activités de la GK et de la FK est différent selon le substrat, ce qui
indique qu'il s'agit de deux enzymes distincts. La détection de la FK sur fructose et sur
saccharose confirme que le fructose intracellulaire s'il est transporté par un système de type
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perméase ou s'il est issu de l'hycrolyse intracellulaire du saccharose, peut être phosphorylé .
par cet enzyme et rejoindre la voie ED via le glucose-ô-phosphate (G6P). Il peut paraître
surprenant de détecter l'activité GK sur fructose. En fait, chez Pseudomonas sp, cet enzyme
est exprimé de manière coordonnée avec la G6PdH, la GAPdH-NAD+ dépendant et deux
autres enzymes de la voie d'ED (la 6-phosphogluconate déshydratase et la 2-céto-3-déoxy-
phosphogluconate aldolase) (Temple et coll., 1998). La détection de la GK est donc cohérente
avec un tel couplage de l'expression.
De plus, les activités FDPase et FDP aldolase sont détectées quel que soit le substrat,
ce qui indique que le cycle des hexoses est toujours présent. L'activité FDPase est beaucoup
plus forte que l'activité FDP aldolase mais la différence d'activité ne peut en aucun cas
prédéterminer l'orientation des.flux de carbone.
Enfin, les activités des enzymes de la voie centrale sont très élevées mais identiques
d'un substrat à un autre. Il est à noter que l'activité GAPdH existe sous deux formes chez P.
aeruginosa, une forme NAD+ dépendant et une autre NADP+ dépendant. Cette dernière forme
est produite de manière constitutive et est essentielle au cours de la croissance sur des
substrats gluconéogéniques, comme les acides organiques en particulier (Banerjee et coll.,
1987). Cependant, cette activité n'a pas été détectée au cours de ces cultures, seule l'activité
GAPdH-NAD+ dépendant a été mesurée. La régulation de l'expression de la GAPdH-NADP+
dépendant apparaît donc différente chez X campestris.
Ces résultats confirment donc les principales hypothèses concernant le réseau
métabolique établi pour l'analyse de flux au chapitre V. L'orientation des flux de carbone
dans le métabolisme doit être soumis à des régulations fines et non pas à la simple absence ou
présence d'un enzyme. Cependant, l'expression des enzymes est susceptible de varier au
cours des cultures. Dans cette étude préliminaire, l'évolution des activités enzymatiques a été
déterminée au cours d'une culture sur glucose. Le saccharose, substrat utilisé dans le procédé
industriel, fera l'objet d'une étude complète par la suite.
1.2. Evolution des activités enzymatiques sur glucose
Les activités enzymatiques ont été suivies au cours d'une culture de X campestris en
condition de production industrielle (milieu de culture, mise en œuvre, etc.) sur glucose. Cette
étude complète donc les macro-cinétiques présentées au Chapitre IV. Les dosages des
activités de la phosphoglucose isomérase (PGI), de l'a-phosphoglucomutase (a-PGM), et de
la phosphomannose isomérase (PMI) ont été réalisés en plus du dosage des activités
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enzymatiques ci-dessus. Ces trois enzymes se localisent au niveau du nœud métabolique
autour du G6P (Figure VI.1). Ainsi, l'évolution des activités a été examinée à quatre niveaux
du métabolisme: la phosphorylation du substrat, le nœud autour du G6P, le cycle des hexoses
et la partie génératrice d'ATP de la voie d'Embden-Meyerhof-Parnas (EMP) (Figure VI.2).
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Figure VI.2: Evolution des activités enzymatiques sur glucose. GK (0), PGI (0), a-PGM
(_), PMI (+), G6PdH (0), FDPase (Ô), FDP aldolase (.Â), PYK (T) et GAPdH (V).
Les activités enzymatiques sont globalement stables au cours de la culture, mises à
part les activités GK et a-PGM. L'augmentation de l'activité GK n'est pas accompagnée
d'une augmentation des activités G6PdH et GAPdH. Cette observation s'avère contradictoire
avec l'expression coordonnée de ces enzymes, décrite chez Pseudomonas sp (Temple et coll.,
1998). En fait, elle laisse penser que la GK de X campestris possède son propre promoteur
d'expression. L'augmentation de l'activité de la GK, observée au cours de la culture, est
corrélée à la détection de gluconate dans le milieu de culture, décrite au chapitre IV. Ce
résultat est en accord avec la littérature: en effet, chez les Pseudomonades, l'expression de la
GK est induite par la présence de gluconate (Temple et coll., 1998).
De même, l'activité a-PGM augmente nettement pendant la deuxième partie de la
culture. Cette activité enzymatique, généralement associée à une activité enzymatique
phosphomannomutase (PMM) chez les bactéries à Gram négatif (Ye et coll., 1994), est
impliquée dans la biosynthèse du xanthane (Këplin et coll., 1992). La régulation de
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l'expression de cet enzyme bifonctionnel s'inscrit dans un·contexte plus large de régulation de'
l'expression de la voie de biosynthèse des polysaccharides, dont les mécanismes ne sont pas à
l'heure actuelle clairement élucidés (Becker et coll., 1998).
Par ailleurs, ces résultats confirment l'existence d'un cycle des hexoses tout au long de
la culture. En effet, la présence des activités FDP aldolase et FDPase est constatée pendant la
totalité de la culture. L'activité FDPase est, environ plus de trois fois supérieure à celle de la
FDP aldolase. Enfin, le niveau des enzymes de la voie centrale du métabolisme (G6PdH,
GAPdH, PYK et PGI) reste élevé pendant la culture.
D'une manière générale, cette étude permet de vérifier l'existence d'hypothèses au
niveau du réseau métabolique. En revanche, elle ne suffit pas à clarifier la distribution des
flux de carbone dans ce réseau et donc à identifier les contraintes métaboliques. A titre
d'exemple, le cycle des hexoses est potentiellement fonctionnel au cours des cultures dans la
mesure où les activités de la FDPase et de la FDP aldolase sont présentes, mais ces résultats
n'apportent pas d'information précise sur l'orientation du flux de carbone dans cette voie.
Pour obtenir une vision plus complète du métabolisme, une étude combinant analyses
in vivo (dosage d'activités enzymatiques et d'intermédiaires métaboliques) et analyses in vitro
(caractérisation d'enzymes) a été réalisée au cours de la culture sur saccharose, substrat
carboné actuellement utilisé en condition de production industrielle de xanthane.
2. CARACTERISATION DU METABOLISME SUR SACCHAROSE
Après un rappel des principaux résultats macro-cinétiques observés au cours de la
culture sur saccharose et décrits au chapitre III, une analyse micro-cinétique est présentée.
L'évolution des activités enzymatiques, les évolutions des métabolites énergétiques et des
intermédiaires du métabolisme central ont été déterminées au cours d'une culture
représentative des macro-cinétiques obtenues sur saccharose. La confrontation de ces données
biochimiques intracellulaires avec la caractérisation in vitro d'enzymes «clés» permet de
proposer des mécanismes de régulation métabolique discutés à la fin de cette étude.
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2.1. Rappels macro-cinétiques
La figure VI.3 rappelle les principaux résultats caractéristiques de la culture sur
saccharose et essentiels pour l'interprétation des analyses biochimiques.
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Figure VI.3 :Rappel des principaux résultats macro-cinétiques obtenus au cours de la culture
sur saccharose (chapitre III). A : évolution des concentrations en xanthane (0), biomasse (e)
et saccharose (_) ; B : évolution des concentrations en ammonium (V), en nitrates (Ll) et en
phosphates inorganiques (T) ; C : évolution des rendements instantanés en xanthane (0),
biomasse (e) et CO2(0) ; D : évolution des vitesses spécifiques de croissance (e), de
consommation de saccharose (_), de production de xanthane (0) et de C02 (0).
2.2. Evolution des activités enzymatiques
L'évolution des mêmes activités enzymatiques que celles mesurées sur glucose, a été
suivie au cours de la culture. Ce suivi est complété par le dosage de l'activité FK (Figure
VIA).
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Figure VIA: Evolution des activités enzymatiques sur saccharose. GK (0), FK (e), PGI
(0), a-PGM (_), PMI (+), G6PdH (0), FDPase (il), FDP aldolase (.Â), PYK (T) et
GAPdH (V').
L'évolution de l'activité GK est proche de celle observée sur glucose. L'augmentation
de cette activité n'est corrélée ni avec l'augmentation des activités G6PdH et GAPdH, ni avec
celle de l'activité FK. Ces résultats confirment donc d'une part, que la GK n'est pas exprimée
de façon totalement coordonnée à la G6PdH et à la GAPdH chez X campestris, et d'autre
part, qu'une activité kinase spécifique du fructose est présente sur saccharose. Par contre, le
niveau de l'a-PGM reste élevé au cours de cette culture.
Si comme sur glucose, les deux enzymes représentatifs du cycle des hexoses sont
détectés conjointement, l'évolution de l'activité FDPase est différente sur saccharose puisque
cette activité augmente au cours de la culture. En fin de culture, l'activité FDPase est environ
7 fois supérieure à celle de la FDP aldolase.
Les autres enzymes sont stables tout au long de la culture, à des niveaux élevés en ce
qui concerne les enzymes de la voie centrale du catabolisme.
Comme sur glucose, les activités enzymatiques restent globalement stables. Ces
résultats soulignent donc que la structure du réseau métabolique reste figée au cours de la
production du polysaccharide. Le dosage de métabolites intracellulaires doit permettre
d'acquérir une vision plus dynamique du métabolisme de X campestris.
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2.3. Evolution des métabolites intracellulaires
Les concentrations intracellulaires des intermédiaires phosphorylés du catabolisme
central, du pyruvate, des coenzymes NAD+ et NADH,W ainsi que de l'ATP et de l'ADP, ont
été suivies au cours de la culture. Certains de ces métabolites sont des substrats des enzymes
«clés» de la voie métabolique centrale. D'autres sont des activateurs ou des inhibiteurs
potentiels des enzymes préalablement dosés, dont l'effet a été observé sur des enzymes de
Pseudomonas sp. C'est le cas par exemple de l'ATP, du NADH,H+ et du PEP qui jouent un
rôle d'inhibiteur de l'activité G6PdH (Ben-Bassat et Goldberg, 1980). A l'heure actuelle,
aucun travail ne s'est focalisé sur la caractérisation et la régulation métabolique in vivo des
enzymes du métabolisme central de X campestris.
Les méthodes décrites dans la littérature pour la quantification des métabolites
intracellulaires ne sont pas adaptées au cas particulier des solutions bactériennes visqueuses. Il
a été tout d'abord nécessaire de mettre au point une technique de dosage des métabolites
adaptée à la production de gomme xanthane. Cette technique est décrite au Chapitre Matériels
et Méthodes et a fait l'objet d'une publication dans Biotechnology Letters (Létisse et Lindley,
2000).
Les concentrations en métabolites intracellulaires sont exprimées en mM, en
considérant un volume intracellulaire de 1,8-2 mllg de cellule, estimé chez Ralstonia eutropha
(Léonard, 1997). Ce volume est considéré comme constant tout au long de la culture.
2.3.1. Métabolites énergétiques
La figure VI.5 montre l'évolution des métabolites énergétiques (ATP, ADP, NAD+ et
NADH,H+) au cours de la culture sur saccharose.
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Figure VI.S: Evolution de la concentration intracellulaire de métabolites associés à
l'énergétique cellulaire au cours de la culture sur saccharose.
Une augmentation du ratio NADH,H+/NAD+ est constatée dans une première partie de
la culture. Cette augmentation est principalement due à l'augmentation de la concentration en
NADH,H+, qui atteint une valeur maximale de 0,24 mM, la concentration en NAD+ restant
constante pendant cette période. Le ratio diminue ensuite et se stabilise à une valeur très
faible. La concentration en NADH,W est en effet inférieure à 0,05 mM et se situe donc à la
limite du seuil de détection.
Le potentiel énergétique de la cellule, encore appelé charge adénylate, est défini par la
relation empirique (16). Cette relation prend en compte l'ATP et l'ADP comme
intermédiaires à haut potentiel énergétique.
h dé 1 [ATP] + 0,5[ADP]c arge a eny ate =-.::...----"'-----'''----'--[ATP] +[ADP]+ [AMP] Eq. (16)
La concentration en AMP est généralement très faible. Aussi, la charge adény1ate a été
calculée en considérant une valeur de la concentration en AMP négligeable. La charge
adénylate est soumise à des variations selon l'état physiologique de la cellule. Elle est
normalement de l'ordre de 0,9 ± 0,05 en phase exponentielle de croissance et diminue
rarement en dessous de 0,6 (Pelmont, 1993).
La charge adénylate de la cellule est d'environ 0,8 en début de culture (Figure VI.5).
Par contre, elle diminue fortement à partir de t = 15 h et atteint une valeur minimale de 0,6
vers t =20 h. Cette chute est la conséquence non seulement de la diminution de la
concentration en ATP, mais aussi de l'augmentation de la concentration en ADP, et traduit un
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état physiologique fortement perturbé. La charge adénylate de la cellule augmente ensuite
pour se stabiliser autour de 0,75. Cette remontée correspond à une chute de la concentration
en ADP couplée à une hausse de la concentration en ATP. Ces deux concentrations diminuent
alors progressivement de manière identique. Cette diminution pourrait s'expliquer par une
variation du volume intracellulaire. L'examen microscopique des cellules de X campestris en
cours de culture montre en effet un changement morphologique et une diminution de la taille
des cellules en fin de culture.
D'une manière générale, le potentiel énergétique est régulé dans la cellule. Par
exemple, l'excès d'ATP freine le fonctionnement de certaines voies métaboliques
énergétiques, tel que le catabolisme central. L'ADP en stimule d'autres. Le métabolisme est
conçu pour fonctionner en rapport avec les besoins en énergie. La baisse du potentiel
énergétique constitue donc un signal qui accélère aussitôt les métabolismes générateurs
d'ATP. Ces régulations constituent des modulations « fines» des flux dans le métabolisme.
Des carences peuvent cependant causer de fortes variations de la charge adénylate (Pelmont,
1993). Que se passe-t'il alors au niveau du métabolisme de X campestris pour justifier une
telle variation de la charge énergétique?
La chute de la charge énergétique est corrélée avec l'augmentation du ratio
NADH,H+/NAD+ et coïncide avec l'entrée en limitation de phosphates inorganiques et avec le
début de l'assimilation des nitrates, phénomènes constatés pendant cette période de la culture
(Figure VI.3). La perturbation énergétique pourrait être attribuée à l'une ou l'autre de ces
contraintes nutritionnelles. Par exemple, le début de l'assimilation des nitrates, qui nécessite
une réduction préalable en ammonium, peut perturber l'état oxydoréductionne1 de la cellule. Il
pourrait engendrer un dysfonctionnement de la chaîne respiratoire se traduisant par un
ralentissement de la régénération des coenzymes réduits et une synthèse d' ATP limitée.
La remontée du potentiel énergétique serait la résultante d'une adaptation du
métabolisme au nouveau contexte nutritionnel. A ce stade de la culture, les cellules sont
quasiment en phase stationnaire et les vitesses spécifiques diminuent, ce qui pourrait
expliquer le niveau plus faible de la charge adénylate (0,75).
Pour élucider en détail ces perturbations, il serait nécessaire de moduler les différentes
contraintes nutritionnelles au cours des cultures pour identifier les perturbations provoquées
par chaque limitation.
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2.3.2. Métabolites du métabolisme central .
Les métabolites dosés sont localisés à quatre niveaux du réseau métabolique (Figure
VI.6) : le nœud métabolique autour du G6P (GIP, G6P et F6P), le cycle des hexoses (GAP,
DHAP et FDP), la partie exergonique de la voie EMP (l,3PG, 3PG, PEP et pyruvate).
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Figure VI.6: Evolution de la concentration des métabolites intracellulaires au cours de la
culture sur saccharose.
Il;
Les concentrations de G6P et de F6P augmentent en début de culture pour atteindre
une valeur maximale à t = 20 heures. Ensuite, ces concentrations diminuent pour se stabiliser
à la même valeur que celle mesurée en début de culture. Globalement, elles restent
significativement élevées et évoluent en parallèle au cours de la culture. Leur évolution
semble suivre l'évolution des vitesses spécifiques mesurées au cours de la culture sur
saccharose (Figure VI.3). La concentration de G1P est, par contre, relativement faible.
La concentration en FDP est très faible durant la totalité de la culture (à la limite du
seuil de détection: < 0,05 umol/g). La concentration en trioses-phosphates (GAP+DHAP)
évolue de la même manière que les concentrations en G6P et F6P, avec un optimum vers
t = 20 h, et reste plus élevée que celle de FDP. La concentration en pyruvate reste à un niveau
élevé tout au long de culture.
Les concentrations en métabolites en aval de la GAPdH (l,3PG, 3PG et PEP) restent à
des niveaux très faibles durant la culture, à la limite du seuil de détection. Les concentrations
maximales sont détectées en début de culture avec un optimum de concentration vers t = 20 h,
comme cela est observé pour les hexoses-phosphates.
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En somme, les concentrations en métabolites ·intracellulaires atteignent une valeur
maximale à t = 20 heures, coïncidant avec les valeurs maximales non seulement du rapport
NADH,H+/NAD+ mais aussi des vitesses spécifiques. Les concentrations en métabolites
diminuent ensuite. En fin de culture, seuls le G6P, le F6P, les trioses-phosphates et le
pyruvate sont détectés de manière significative. Il convient de noter que la diminution lente
des concentrations de métabolites en fin de culture pourrait être attribuée à la variation du
volume intracellulaire, comme cela a été évoqué précédemment.
La figure VI.7 montre l'importance relative de la concentration des métabolites
intracellulaires et donne une représentation schématique du métabolisme à un instant donné.
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Figure VI.7: Représentation schématique du métabolisme de X campestris au cours de la
production de xanthane sur saccharose.
Les variations importantes de concentrations des métabolites intracellulaires peuvent
être révélatrices de mécanismes de régulation d'activités enzymatiques. L'étude se poursuit
donc par l'examen plus approfondi des nœuds métaboliques, qui s'appuie sur la confrontation
des données biochimiques obtenues in vivo avec la caractérisation in vitro d'enzymes « clés»
du métabolisme. Cette caractérisation se focalise sur le flux au niveau de la G6PdH, sur le
flux gluconéogénique et sur le flux glycolytique.
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2.4. Caractérisation des nœuds métaboliques
Les paramètres cinétiques des enzymes ont été déterminés sur des extraits protéiques
partiellement purifiés, préparés à partir de cellules prélevées en phase de croissance. Les
étapes de purification ont pour but d'éliminer des métabolites présents dans les extraits bruts
et des activités enzymatiques «parasites» qui rendent difficiles la détermination des
paramètres cinétiques. Compte tenu de l'objectif de ce travail, il n'est pas nécessaire de
purifier totalement les enzymes.
Régulation du flux au niveau de la G6PdH
Le niveau des concentrations en G6P et en F6P peut être révélateur de l'inhibition
(partielle ou totale) de l'activité G6PdH. Cette hypothèse peut être vérifiée en confrontant les
caractéristiques cinétiques de l'enzyme déterminées in vitro avec les concentrations en
métabolites mesurées in vivo.
Cet enzyme montre une activité avec le NAD+ et le NADP+ comme coenzymes. Les
constantes cinétiques de l'enzyme ont été déterminées pour chacun de ces substrats. Il
présente une allure de saturation de type Michaëlienne pour le G6P, le NAD+ ou le NADP+
(Figure VI.8).
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Figure VI.S: Estimation des constantes d'affinité de la G6PdH (extrait protéique
partiellement purifié) pour le G6P, le NAD+ et le NADP+. Entre parenthèse les concentrations
en coenzymes ou en G6P sont données en mM.
Les valeurs des constantes d'affinité sont de 0,46 ± 0,03, 0,05 ± 0,01, 0,65 ± 0,03 et
0,32 ± 0,03 mM pour respectivement le NAD+, le NADP+, le G6P lorsque le NAD+ est le
coenzyme et le G6P lorsque le NADP+ est le coenzyme. Ces valeurs sont du même ordre de
grandeur que celles déterminées à partir d'un extrait protéique brut. Les valeurs des
constantes d'affinité pour les coenzymes sont plus élevées que celles rapportées dans la
littérature; celles pour le G6P sont comprises entre les valeurs déterminées pour la G6PdH de
purifiée de Pseudomonas C (Ben-Bassat et Golberg, 1980) et celle de Methylophilus sp
(Beardsmore et coll., 1982) (Tableau VI.3). La constante d'affinité pour le NADP+ est dans
tous les cas meilleure que celle pour le NAD+.
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G6PdH purifiée de
Pseudomonas C Methylophilus sp
t *__
0,290 0,39
0,022 0,018
0,25 1,03
0,16 1,02
Extrait
protéique
brut
0,71 ± 0,03
0,04 ± 0,01
0,63 ± 0,05
0,25 ± 0,02
0,46 ± 0,03
0,05 ± 0,01
0,65 ± 0,03
0,32 ± 0,03
'"KM NAD+
'"KM NADP+
'"KM G6P(NAD+)
'"KM G6P(NADP+)
Tableau VI.3: Constantes d'affinité de la G6PdH pour ses substrats.
t Ben-Bassat et Golberg (1980)
J Beardsmore et coll. (1982)
Constante d'affinité Extrait protéique
(KM'" en mM) partiellement
purifié
Les concentrations en G6P dans la cellule (comprises entre 2,25 et 5mM) sont
nettement plus élevées que le KM'"G6P(NAD+) et que le KM'"G6P(NADP+) qui sont respectivement de
0,65 mM et 0,32 mM, ce qui suggère que le G6P est à une concentration saturante de
l'enzyme tout au long de la culture et quel que soit le coenzyme. Par contre, le NAD+ n'est
pas saturant de l'enzyme, tout particulièrement en fin de culture: [NAD+] = 1 mM et
KM"'NAD+ = 0,46 mM. Néanmoins, l'affinité de l'enzyme pour le NADP+ est nettement
meilleure que celle pour le NAD+. Aussi, si le NADP+, qui ne peut pas être dosé en raison des
très faibles concentrations intracellulaires, est saturant de l'enzyme, l'activité sera maximale.
La littérature cite de nombreux effecteurs (généralement des inhibiteurs) de la G6PdH
(NADH,H+, NADPH,H+, PEP, ATP, FDP). Ces effecteurs sont généralement impliqués dans
des réactions énergétiques. Parmi ceux-ci, le NADH,H+ s'avère effectivement être un
inhibiteur de type non compétitif de l'enzyme en présence du NAD+ ou du G6P (Figure VI.9).
Ce coenzyme est aussi un inhibiteur de la G6PdH de Pseudomonas C mais il montre un
comportement de type compétitif avec le NAD+ (Ben-Bassat et Golberg, 1980).
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FigureVI.9: Inhibition de la G6PdH par le NADH,H+ à différentes concentrations de G6P ou
de NAD+. La concentration de l'inhibiteur (J.1M) est donnée entre parenthèse.
Cependant, compte tenu des valeurs in vivo, l'inhibition de l'activité de l'enzyme par
le NADH,H+ est négligeable au cours de cette culture. En effet, lorsque la concentration en
NADH,H+ est la plus élevée (t = 20 h, [NADH,H+] = 0,2 mM), l'inhibition de l'enzyme est au
plus de 15% de son activité maximale. Ensuite, la concentration en NADH,H+ diminue, et son
effet inhibiteur est alors inexistant.
L'ATP est également rapporté comme un inhibiteur de l'activité G6PdH. Cet effet
inhibiteur a été mesuré: il n'est significatif que si le coenzyme est le NAD+ (effet nettement
moins prononcé avec le NADP+). Cet effet inhibiteur de l'ATP vis-à-vis du G6P est de type
compétitif en présence de NAD+ (3 mM) (Figure VI. 10). La valeur du Ki est de 47 ± 5 mM,
ce qui souligne le caractère peu inhibiteur de l'ATP en présence du NAD+. Par ailleurs, la
présence de MgCh (10 mM) annule l'effet inhibiteur. Le comportement de l'ATP vis-à-vis de
la G6PdH de Pseudomonas C est exactement identique excepté le mode d'inhibition de l' ATP
vis-à-vis du G6P en présence de NAD+ (3mM) qui est de type mixte.
Chapitre VI: Contraintes métaboliques associées à la production de xanthane- '90-
40
35 (10)
30
25 (5)
-2: 20
.....
15 (1)
10
5
0
-2 -1 0 1 2
1I[G6P]
Figure VI.I0: Inhibition de la G6PdH par l'ATP à différentes concentrations de G6P sans
MgCh en présence de NAD+. La concentration de l'inhibiteur (mM) est donnée entre
parenthèse.
La concentration en ATP est au maximum de 3 mM en début de culture. L'inhibition
de l'activité est donc au maximum de 6%. L'effet inhibiteur de l'ATP sur la G6PdH est alors
négligeable au cours de cette culture.
Le PEP est cité comme un inhibiteur de l'activité G6PdH de certains micro-
organismes. Par exemple, la G6PdH de Brevibacterium flavum, qui contrôle la voie des
pentoses-phosphates chez ce micro-organisme, est inhibée en présence de PEP (Sugimoto et
Shiio, 1987). Il en est de même de la G6PdH de Corynebacterium glutamicum (Gourdon,
1999). Par contre, le PEP n'inhibe pas l'activité de la G6PdH de Pseudomonas C (Ben-Bassat
et Golberg, 1980). L'inhibition de l'activité de la G6PdH de X campestris par le PEP a été
étudiée (Figure VI.ll). Elle se caractérise par un comportement original, de type coopératif,
appelé effet homotrope. En fait, les premières molécules de PEP qui se fixent, augmentent
l'affinité de la protéine pour les dernières, ce qui a pour conséquence d'augmenter le caractère
inhibiteur. Finalement, l'effet inhibiteur du PEP est très important lorsque la concentration en
G6P est très faible.
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Figure VI.Il: Inhibition de la G6PdH par le PEP à différentes concentrations de G6P en
présence de NAD+. La concentration de l'inhibiteur (mM) est donnée entre parenthèse.
En début de culture, la concentration intracellulaire en PEP est proche de 0,4 mM ce
qui est susceptible d'inhiber l'activité de l'enzyme. Compte tenu de l'effet homotrope et de la
concentration de G6P de 5 mM, l'inhibition de la G6PdH par le PEP est négligeable. Ensuite,
la concentration intracellulaire en PEP est globalement très faible «0,1 mM). Le PEP ne joue
donc aucun rôle significatif sur l'activité de la G6PdH.
Enfin, le FDP est parfois cité comme un inhibiteur de la G6PdH. Ce métabolite a été
testé mais aucun effet sur l'activité n'a été constaté. Quoi qu'il en soit, la concentration de
PDP est très faible au cours de la culture, et ce métabolite ne pourrait alors jouer aucun rôle
sur l'enzyme.
En résumé, la G6PdH fonctionne à saturation vis-à-vis du G6P. De nombreux
effecteurs sont susceptibles de moduler l'activité de la G6PdH in vitro mais la situation in
vivo indique que la modulation de l'activité de l'enzyme est pratiquement inexistante au cours
de cette culture. Seul un effet inhibiteur du NADH,H+ peut être rapporté à t = 20 h, où
l'enzyme serait inhibé au maximum à 15% de son activité maximale. Ce n'est donc pas la
modulation de l'activité de la G6PdH qui conditionne la distribution du flux entre les voies de
biosynthèse du xanthane et les voies du catabolisme.
Dans une telle configuration, le flux de carbone qui passe par cet enzyme, constituant
la « porte d'entrée» de la voie ED, est susceptible de fortement varier avec la modulation de
l'expression du gène zwf, codant pour l'enzyme. Cette modulation peut être obtenue en
réponse aux contraintes nutritionnelles ou par une stratégie de génie génétique. D'une manière
plus générale, se pose la question du rôle exercé par cet enzyme, sur le contrôle du
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métabolisme du glucose et plus précisément sur la voie d'entrée de ce substrat dans la cellule·
(voie oxydative ou voie phosphorylative). Néanmoins, la GK semble aussi jouer un rôle
important dans ce « shift » métabolique.
Flux gluconéogénique
La concentration en FDP reste extrêmement faible tout au long de la culture alors que
les concentrations en trioses-phosphates sont relativement élevées. Cette situation est
révélatrice d'une orientation du flux au niveau de la FDP aldolase vers la gluconéogénèse. De
plus, l'activité de la FDPase est toujours plus importante que celle de l'aldolase (Figure VIA).
La FDPase serait donc susceptible non seulement d'assurer le flux gluconéogénique mais
aussi d'entraîner ce flux.
D'après les données thermodynamiques, le rapport des concentrations de G6P et de
F6P doit être proche de 3,6 pour considérer la réaction, catalysée par la PGI, à l'état
d'équilibre thermodynamique (Bourrust, 1993). Dans ce cas, le flux net dans l'enzyme est nul
et son mode de fonctionnement peut être considéré comme stationnaire. Le tableau VIA
récapitule les concentrations de G6P et de F6P mesurées au cours de cette culture.
F6P (mM)
0,8
1,7
2,4
1,9
1,9
1,3
1,2
0,7
0,5
0,5
0,8
0,5
G6P(mM)
2,6
3,8
5,5
4,5
4,0
2,8
2,8
2,4
1,9
1,7
2,7
2,0
Tableau VI.4: Concentrations en G6P et F6P au cours de la culture sur saccharose et rapport
des concentrations.
Age (h)
11h30
14h15
19h30
22h45
25h15
28h15
31
37
40h15
43h30
47h15
49h15
Le rapport [G6P]/[F6P] est inférieur à la valeur correspondant à la situation d'équilibre
en début de culture. Le sens de la réaction dans la PGI est alors orienté du F6P vers le G6P.
Par contre, dans la deuxième partie de la culture, le rapport [G6P]/[F6P] tend vers le rapport
des concentrations correspondant à l'équilibre thermodynamique de la réaction.
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Afin de confirmer ces résultats thermodynamiques, le sens de la réaction peut être
aussi déterminé à l'aide des paramètres cinétiques de la PGI et des concentrations en G6P et
F6P.
Pour une réaction du type S~P, la vitesse de réaction peut être donnée par
l'expression suivante:
v= S S
1+-+-
K S K PM M
Eq.(17)
VM+ et VM- représentent les vitesses maximales dans les sens S~P et S~P
respectivement, KMS et KMP représentent les constantes d'affinité de l'enzyme respectivement
pour S et pour P.
Les paramètres cinétiques de la PGI de X campestris ont été déterminés. Cette enzyme
présente, dans les deux sens de la réaction, une allure de saturation par le substrat (G6P et
F6P) de type Michaëlienne (Figure VI.12).
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Figure VI.12: Estimation des constantes d'affinité de la PGI (extrait protéique partiellement
purifié) pour le F6P et le G6P.
Les valeurs des constantes d'affinité apparentes sont de 1,55 ± 0,07 mM et de
0,62 ± 0,03 mM respectivement dans le sens de la transformation du G6P en F6P et dans le
sens contraire. Les valeurs des vitesses maximales apparentes sont respectivement de
2,1 ± 0,1 umol/min/mg et de 3,1 ± 0,1 umol/min/mg. Si la réaction de la PGI s'écrit
G6P~F6P, une valeur positive de la vitesse calculée indique que la réaction est réalisée dans
le sens G6P~F6P, une valeur négative indique que la réaction est réalisée dans le sens
F6P~G6P.
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Connaissant les valeurs des concentrations intracellulaires en G6P et en F6P et les .
paramètres cinétiques de l'enzyme, le sens de la réaction catalysée par la PGI peut donc être
déterminé tout au long de la culture (FigureVI.13).
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Figure VI.13: Détermination du sens de réaction dans la PGI au cours de la culture sur
saccharose.
Ces résultats confirment les données thermodynamiques et montrent qu'en début de
culture, le flux dans la PGI est dans le sens de la transformation du F6P en G6P, alors qu'en
fin de culture, le flux tend vers une valeur nulle et donc vers un fonctionnement à l'équilibre
de la réaction. En somme, ces résultats sont en accord avec l'existence d'un flux
gluconéogénique, tout particulièrement en début de culture.
Par ailleurs, la faible concentration en FDP semble indiquer que l'assimilation du
fructose ne conduit pas à la formation de FDP. Dans cette hypothèse, la partie fructose du
saccharose ne serait pas métabolisée via le PTS mais via la FK, qui conduit à la
phosphorylation directe du fructose en F6P. Cette hypothèse est appuyée par la différence des
constantes d'affinité de la FDPase et de la FDP aldolase pour le FDP, présentées Figure
VI.14.
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Figure VI.14: Estimation des constantes d'affinité de la FDPase (A) et de la FDP aldolase
(B) (extrait protéique partiellement purifié) pour le FDP.
Les constantes d'affinité sont respectivement de 0,03 ± 0,005 mM et de
0,01 ± 0,001 mM pour la FDPase et la FDP aldolase. La différence de ces constantes est en
faveur de la FDP aldolase lorsque la concentration en FDP est nulle. Dans l'hypothèse d'un
flux via le PTS, une accumulation de FDP serait alors nécessaire pour que le flux de FDP
emprunte la FDPase. L'hypothèse de la phosphorylation directe de la partie fructose du
saccharose par une activité fructokinase est donc la plus probable.
Flux glycolytique
Le niveau relativement élevé des concentrations intracellulaires en trioses-phosphates
suggère que l'activité de la GAPdH peut contrôler le flux dans la partie exergonique de la
voie EMP. Cette activité enzymatique est modulée principalement par le ratio
NADH,H+/NAD+ in vivo, notamment chez des micro-organismes qui possèdent une voie
EMP (ou voie de la glycolyse) fonctionnelle (Girbal et Soucaille, 1994; Garrigues et coll.,
1997; Dominguez et coll., 1998 ; Gourdon et Lindley, 1999). Ce résultat laisse penser que la
GAPdH pourrait être un enzyme «clé» de la régulation de la glycolyse, et plus
particulièrement de la partie exergonique de la voie EMP. Cependant, l'effet du ratio
NADH,H+/NAD+ n'a pas été caractérisé sur l'activité GAPdH de X campestris et peut être
différent d'un micro-organisme à un autre. Par exemple, lorsque la concentration en NAD+ est
de lmM, l'activité de la GAPdH de Lactococcus lactis est inhibée à 90% de son activité
maximale lorsque le ratio NADH,H+/NAD+ est de 0,15 (Garrigues et coll., 1997), et celle de
Corynebacterium glutamicum est totalement inhibée en présence d'un ratio de 0,5 (Gourdon
et Lindley, 1999). Par contre, pour une même concentration de NAD+, l'activité de la GAPdH
de Pseudomonas aeruginosa n'est inhibée qu'à 10% de son activité maximale lorsque le ratio
NADH,H+/NAD+ est de 0,5 (Rivers et Blevins, 1987), valeur surprenante compte tenu de la
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tres forte homologie des séquences des gènes gap-NAD+ dépendant. Autrement dit, si ce ratio
peut moduler l'activité de la GAPdH de X campestris, il reste à en quantifier l'effet.
En fin de culture, le ratio NADH,W/NAD+ diminue nettement et l'activité GAPdH est
de facto non soumise à un contrôle si seuil'effet du ratio sur l'activité est considéré. Dans ce
cas, le flux dans la voie exergonique de la glycolyse pourrait être plus important. Cette
configuration est cohérente avec une diminution du flux gluconéogénique et la variation du
rapport [G6P]/[F6P] qui tend vers l'état d'équilibre thermodynamique de la réaction catalysée
par la PGI.
La diminution de la teneur en pyruvate dans la gomme est cohérente avec les niveaux
faibles de la concentration intracellulaire en PEP mesurée au cours de la culture. En effet, la
teneur en pyruvate est corrélée à la disponibilité en PEP, intermédiaire de la pyruvylation de
la gomme.
L'augmentation du flux dans la GAPdH et la diminution de la disponibilité en PEP
suggèrent une orientation du flux de carbone vers les voies productrices d'énergie. Or, il a été
montré au chapitre V, que l'énergétique cellulaire est le facteur métabolique qui contrôle le
rendement de production de xanthane. Ainsi, l'optimisation de la production d'énergie
apparaît cohérente avec l'augmentation du rendement instantané en xanthane, observée en fin
de culture (Figure VI.3).
3. DISCUSSION
Quantification du flux gluconéogénique dans le cycle des hexoses
Pour quantifier le flux gluconéogénique, les données macro-cinétiques ont été
corrélées aux données micro-cinétiques, en s'appuyant sur la caractérisation biochimique ex
vivo de la PGI. En effet, le flux dans cet enzyme peut être estimé, d'une part, à l'aide des
données biochimiques intracellulaires, acquises au cours de ce chapitre. D'autre part, il peut
être calculé par une modélisation métabolique similaire à celle présentée au chapitre V, en
intégrant les informations acquises au cours de l'étude intracellulaire et en particulier, la
phosphorylation de la partie fructose par la FK. La confrontation des résultats peut conduire à
la quantification des flux métaboliques non seulement dans l'enzyme, mais aussi dans tout le
réseau. Cette étude s'est tout d'abord, focalisée sur le début de la culture (entre t = 15 heures
et t = 30 heures). Pendant cette période, le flux de carbone dans la PGI est clairement orienté
de la transformation du F6P en G6P.
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Le flux réel qu'assure la POl in vivo est estimé en appliquant l'équation 17 et en
ajustant les vitesses calculées par cette équation, aux vitesses spécifiques maximales de
l'enzyme observées dans les cellules. L'activité maximale de l'enzyme, déterminée au
paragraphe 2.2, est considérée constante pendant la culture et égale à 450 nmol/min/mg de
protéine. A partir de ces données, des concentrations intracellulaires en F6P et en 06P et des
paramètres cinétiques de l'enzyme, il est possible de calculer le flux in vivo dans l'enzyme
(Tableau VI.5). Parallèlement, le flux dans l'enzyme a été estimé à l'aide des données macro-
cinétiques correspondant à la période étudiée. La distribution des flux dans le réseau
métabolique est modélisée de manière à atteindre le flux assuré in vivo par l'enzyme. Dans
tous les cas, un flux gluconéogénique maximum doit être considéré dans le cycle des hexoses.
Tableau VI.5: Corrélation des flux dans la POl par modélisation micro-cinétique et par
modélisation macro-cinétique.
Age (h) Flux calculé à partir des données
intracellulaires
(mmol/g de cellulelh)
14,25
19,5
22,75
25,25
28,25
31
2,31
2,37
2,11
2,66
2,42
1,80
Flux calculé par modélisation
métabolique
(mmol/g de cellulelh)
2,29
2,27
1,95
1,93
1,79
1,74
D'une manière générale, les flux calculés in vivo sont très proches de ceux déterminés
par modélisation métabolique si le flux gluconéogénique est maximisé dans le cycle des
hexoses. Dans certains cas (à t = 25h15 et 28h15), un flux gluconéogénique maximal ne
permet pas d'atteindre les valeurs estimées par la modélisation de l'activité de la POl in vivo.
Cependant, l'examen des valeurs des concentrations en 06P et en F6P semble indiquer que
ceci est plutôt dû aux imprécisions dans les mesures des concentrations de ces métabolites
(surestimation de la concentration en F6P à t = 25h15 et sous-estimation de la concentration
de 06P à t = 28h15). Néanmoins, ces résultats indiquent clairement que le flux
gluconéogénique doit être proche de son maximum pour justifier les données intracellulaires
pendant cette période de la culture.
La figure VI.15 présente une image du métabolisme de X campestris pendant cette
phase de la culture. Les flux sont exprimés en pourcentage (Cmol/Cmol) du flux de
consommation de saccharose.
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Figure VI.IS: Modélisation de la distribution des flux de carbone dans le réseau métabolique
de X campestris pendant la première partie de la culture sur saccharose (en %).
Dans une deuxième partie de la culture, les valeurs des concentrations intracellulaires
en métabolites indiquent que ce régime pseudo-stationnaire est fortement perturbé. En effet,
une même démarche montre que le flux estimé dans la POl à partir des concentrations en
métabolites est du même ordre de grandeur que celui calculé à l'aide de la modélisation
métabolique, en considérant cette fois que le flux de la partie fructose est directement orienté
vers les voies de biosynthèse de xanthane. Ils sont respectivement de 0,35 mmol/g/h et de
0,55 mmol/g/h en moyenne sur cette deuxième période de la culture. Cette configuration
métabolique sous-entend que, pendant cette phase associée à un taux de croissance très faible,
les trioses-phosphates sont plutôt orientés vers la partie exergonique de la glycolyse que vers
le cycle des hexoses. Le flux gluconéogénique via la FDP aldolase est alors proche de zéro. Il
est à noter que ces résultats sont en accord avec le comportement de souches de P. aeruginosa
dont la voie gluconéogénique est bloquée. Ces mutants présentent en effet des taux de
croissance très faibles par rapport à ceux des souches sauvages (Lessie et Phibbs, 1982).
La figure VI.16 présente une image du métabolisme de X campestris pendant ce
deuxième régime pseudo-stationnaire de la culture. Les flux sont exprimés en pourcentage
(Cmol/Cmol) du flux de consommation de saccharose.
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Figure VI.16: Modélisation de la distribution des flux de carbone dans le réseau métabolique
de X campestris pendant la deuxième partie de la culture sur saccharose.
Cette réorientation du flux de GAP de la voie gluconéogénique vers la partie
exergonique de la glycolyse, coïncide avec la chute du ratio NADH,WINAD+. Aussi, le
contrôle de cette activité par le ratio pourrait expliquer les modifications de la distribution des
flux de carbone observées à ce niveau du métabolisme. Néanmoins, cette période est associée
à une augmentation du rendement instantané en xanthane. Aussi, le flux de carbone qui arrive
au niveau de la GAPdH est en proportion plus faible qu'en début de culture. Ce deuxième
régime pourrait ne pas être uniquement provoqué par l'augmentation de l'activité GAPdH,
liée à la diminution du ratio NADH,H+INAD+.
Description du métabolisme en condition de production de xanthane
Cette analyse biochimique du métabolisme de Xanthomonas campestris sur saccharose
permet de mieux appréhender le fonctionnement du réseau métabolique en condition de
production de xanthane. Cette étude permet de plus, de constater des variations des
contraintes métaboliques au cours de la culture en réponse aux changements des conditions
physico-chimiques.
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Le mode de fonctionnement du métabolisme est basé sur l'orientation du flux. de .
carbone au niveau des trioses-phosphates. Ainsi, en début de culture, le flux. gluconéogénique
serait important et se traduirait par le fonctionnement de la PGI dans le sens de la
transformation du F6P en G6P. Dans une deuxième partie de la culture, le flux de carbone
serait orienté vers la partie exergonique de la glycolyse et plus généralement vers les voies
productrices d'énergie. L'activité de la PGI tend alors vers un mode de fonctionnement
proche de l'état d'équilibre thermodynamique de la réaction. Dans tous les cas, les résultats de
cette étude indiquent une phosphorylation de la partie fructose du saccharose par la FK.
Le changement d'orientation intervient au début de la consommation des nitrates et de
la limitation en phosphates inorganiques. Ces deux événements nutritionnels seraient
responsables d'un changement de l'état énergétique de la bactérie, qui se traduit en effet par
une forte perturbation de la charge adénylate et du ratio NADH,H+/NAD+. L'orientation du
flux de carbone dans les voies génératrices d'énergie permettrait de restaurer le potentiel
énergétique de la cellule dans la mesure où elle correspond à une optimisation de l'efficacité
énergétique cellulaire. La voie gluconéogénique est en effet défavorable sur le plan
énergétique comparativement à la voie exergonique de la glycolyse. L'optimisation de
l'efficacité énergétique peut conduire de plus à l'augmentation du rendement instantané en
xanthane, observée en fin de culture.
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L'objectif du travail entrepris au cours de cette thèse est d'identifier et de quantifier
les contraintes nutritionnelles et métaboliques qui influencent la production de xanthane. La
démarche de cette étude, réalisée dans le cadre d'un financement industriel, consiste en la
caractérisation du comportement de la souche productrice dans des conditions proches de
celles actuellement rencontrées dans l'industrie. La biosynthèse du xanthane est réalisée par
culture de Xanthomonas campestris au cours de cultures discontinues aérobies.
Dans un premier temps, le travail s'est porté sur la détermination des cinétiques de
production sur saccharose. L'étude d'une culture représentative de l'état de l'art actuellement
en usine met en évidence la production de xanthane tout au long du procédé ; la concentration
en polysaccharide atteint 25 g/l en fin de culture. Cependant, l'analyse macro-cinétique
permet de distinguer deux phases. La première phase se caractérise par une activité
métabolique importante. Des changements de l'environnement nutritionnel (limitation en
phosphates inorganiques, limitation en ammonium et assimilation de nitrates) provoquent
alors un ralentissement de la croissance et de l'ensemble des vitesses spécifiques, qui a pour
conséquence, au cours de la deuxième phase de la culture, d'augmenter les rendements
instantanés en xanthane et de diminuer la teneur en pyruvate dans la gomme.
L'analyse des contraintes nutritionnelles prises indépendamment montre que le
ralentissement de la croissance peut être la résultante de l'assimilation des nitrates et/ou de la
limitation en phosphates inorganiques. Par contre, la diminution de la teneur en pyruvate peut
être clairement attribuée à la limitation en phosphates inorganiques.
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Un modèle stœchiométrique de type « non structuré» a été établi et permet de décrire
les cinétiques de production de gomme xanthane. Ce modèle qui prend en compte les
différents événements nutritionnels évoqués précédemment, constitue une base à
l'établissement d'un outil prédictif des performances de production.
L'étude macro-cinétique a ensuite été réalisée sur différents substrats carbonés à
caractère industriel, constitués de glucose libre ou sous forme polymérisée (maltose,
maltotriose, maltodextrines).
Sur glucose, bien que l'évolution des vitesses spécifiques soit identique à celle
observée sur saccharose, les cinétiques sont globalement plus faibles, ce qui peut s'expliquer
par une limitation du flux d'entrée de substrat dans la cellule. L'excrétion de gluconate est
constatée en cours de culture révélant le fonctionnement de la voie oxydative périplasmique.
Une culture sur maltose montre une grande similitude avec celle réalisée sur
saccharose, tant au niveau de l'évolution qu'au niveau des valeurs des vitesses spécifiques.
. Elle se caractérise par contre par une excrétion de glucose au cours de la culture, suggérant
une limitation du flux de carbone au niveau des premières étapes d'assimilation.
Sur des mélanges de glucose et maltose, voire de maltodextrines (mélanges
reconstitués, hydrolysâts d'amidon et sirops de glucose), la culture se décompose en 2 phases.
La première phase de co-consommation des différents substrats est caractérisée par des
cinétiques élevées mais non additives, confirmant l'existence d'une limitation au niveau des
premières étapes du métabolisme. La deuxième phase correspond à la consommation de
glucose seul et conduit donc à la diminution des vitesses spécifiques. Cette dernière phase
abaisse fortement la productivité des cultures.
Les résultats macroscopiques obtenus constituent la base d'une modélisation
métabolique ayant pour but d'acquérir une vision globale du métabolisme en condition de
production de xanthane. Cette étude permet d'identifier et de quantifier l'influence de
différents facteurs métaboliques sur la biosynthèse de xanthane. Un rendement théorique est
calculé en fonction de contraintes imposées par le réseau métabolique (mode d'entrée du
substrat, distribution du flux de glycéraldéhyde-3-phosphate entre le cycle des hexoses et la
partie exergonique de la voie d'Embden-Meyerhof-Parnas) et de l'énergétique cellulaire
(représentée par l'efficacité de la chaîne respiratoire). La comparaison du rendement calculé
avec le rendement expérimental montre que l'énergétique cellulaire est le principal facteur
métabolique qui contrôle le rendement de production de xanthane, sur glucose, sur maltose et
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sur saccharose. Le coefficient de maintenance apparente, en partie associé aux vitesses
spécifiques, s'avère globalement élevé et contribue à limiter fortement le rendement en
xanthane. Il reste donc à différencier la part de l'énergie de maintenance apparente qui
constitue la maintenance «vraie », qui peut atteindre des valeurs très faibles dans certaines
conditions (Rye et coll., 1988), de celle qui est attribuable à des cycles futiles. D'un point de
vue purement théorique, la minimisation de cette dépense énergétique conduirait à des gains
significatifs en rendement.
Par une approche de génie métabolique, basée sur une détermination de paramètres
biochimiques intracellulaires (concentrations en enzymes et en métabolites intracellulaires) et
la caractérisation in vitro d'activités enzymatiques, le métabolisme de X campestris a été
caractérisé en condition de production industrielle de xanthane. Tout d'abord, le suivi
d'intermédiaires associés à l'énergétique cellulaire (NADH,H+, NAD+, ATP et ADP) montre
une perturbation transitoire de l'équilibre énergétique de la bactérie qui coïncide avec l'entrée
en limitation de phosphates inorganiques et le début de la phase d'assimilation des nitrates.
Ces perturbations se traduisent en effet par une variation importante de la charge adénylate et
du ratio NADH,H+/NAD+. L'évolution de ce ratio apparaît corrélée avec l'évolution des
vitesses spécifiques. De plus, cette étude a permis d'établir une distribution des flux de
carbone dans le réseau métabolique de X campestris et de visualiser des modifications de
l'orientation de ces flux. En particulier, dans une première partie de la culture, le flux de
glycéraldéhyde-3-phosphate (GAP) est orienté vers les voies gluconéogéniques via le cycle
des hexoses. En fin de culture, ce flux de GAP est au contraire orienté vers la partie
exergonique de la voie EMP et les voies génératrices d'énergie. La diminution du taux de
croissance liée à l'entrée en limitation de phosphates inorganiques et/ou au début de
l'assimilation des nitrates peut être potentiellement responsable d'une distribution différente
des flux de carbone.
L'approche de physiologie macro-cellulaire (cinétique des cultures, bilans
stœchiométrique et énergétique) combinée à l'analyse biochimique intracellulaire
(caractérisation d'activités enzymatiques, quantification d'intermédiaires métaboliques) a
permis d'obtenir une vision quantitative du métabolisme de X campestris en condition de
production de gomme xanthane. Ainsi, la description du métabolisme présentée au chapitre
VI est le résultat de l'intégration de ces approches de génie microbien et de génie
métabolique.
Conclusion - ZO'+-
Perspectives: stratégies d'amélioration des performances de production de
xanthane et axes de recherche
Les résultats obtenus permettent de mieux appréhender les contraintes nutritionnelles
et métaboliques qui influencent la production de gomme xanthane. Certaines conclusions
pratiques peuvent d'ores et déjà être proposées pour une amélioration des performances de
production, et des voies de recherche complémentaires apparaissent plus clairement pour
confirmer les mécanismes mis en évidence et affiner les connaissances.
Vers une amélioration des performances de production
Améliorer les performances du procédé revient à optimiser la productivité, soit au
niveau du rendement, soit au niveau des vitesses de production.
D'après la modélisation métabolique, le rendement de production de xanthane est lié à
l'efficacité énergétique de la bactérie. Dans cette optique, une optimisation des dépenses
énergétiques doit permettre d'aboutir à l'amélioration du rendement. Le flux gluconéogénique
via le cycle des hexoses dissipe de l'énergie et peut être considéré à ce titre comme un cycle
futile. Le contrôle de ce flux vers le cycle des hexoses doit permettre un gain en énergie mais
risque de diminuer fortement les vitesses spécifiques en début de culture, et notamment le
taux de croissance. Or, une croissance rapide en début de culture constitue un critère essentiel
pour obtenir une productivité élevée. Perturber l'équilibre énergétique de la cellule est donc
une solution difficilement envisageable.
Par contre, l'amélioration des vitesses semble tout à fait envisageable. Cette étude a
d'ores et déjà montré que l'utilisation d'un mélange de substrats adapté permet des gains en
productivité par rapport à un hydrolysât d'amidon industriel. La maîtrise des conditions
d'hydrolyse de l'amidon doit permettre de plus, de produire un substrat parfaitement adapté à
la production de xanthane, tout en utilisant une matière première économiquement favorable.
L'optimisation de l'hydrolyse de l'amidon peut être réalisée par une étude enzymologique
classique dont la finalité est de déterminer la nature et les concentrations en enzymes à
utiliser, et la durée des différentes étapes d'hydrolyse. Par ailleurs, la potentialité de la souche
à hydrolyser l'amidon pourrait être améliorée par génie génétique.
Une autre alternative consiste à améliorer les vitesses d'assimilation des substrats. En
particulier, la vitesse de consommation de glucose pénalise fortement les performances de
production de xanthane. L'augmentation des vitesses de consommation de glucose peut être
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obtenue par une modification génétique de la souche productrice au niveau de sa capacité de
transport du substrat. Par contre, sur saccharose, sur maltose ou sur des mélanges de substrats,
la vitesse d'assimilation semble limitée au niveau des premières étapes du métabolisme. Cette
limitation se traduit par une excrétion de glucose sur maltose et parfois sur saccharose. Aussi,
l'amélioration de la capacité de transport de ces substrats ne devrait pas aboutir à l'obtention
de vitesses significativement plus élevées. Le génome de P. aeruginosa étant désormais
connu, l'identification de gènes par homologies de séquence ouvre donc des perspectives
d'amélioration par génie génétique, inimaginables quelques années auparavant.
Enfin, la composition du milieu de culture apparaît bien optimisée. L'empirisme et le
savoir-faire technique ont donc permis de formuler un milieu adapté au procédé de production
de gomme xanthane. Aussi, les possibilités de gain de productivité par modification du milieu
apparaissent marginales. Néanmoins, l'augmentation de la concentration initiale en
phosphates inorganiques doit permettre d'améliorer les vitesses en fin de culture. En
contrepartie l'augmentation des vitesses en fin de culture peut conduire à des limitations en
oxygène dissous mais aussi à une diminution du rendement instantané pendant cette période.
Par ailleurs, la croissance résiduelle, constatée après épuisement des phosphates inorganiques,
pourrait être attribuée à la consommation des phosphates organiques. Ainsi, l'augmentation
de leur quantité initiale doit permettre de maintenir cette croissance résiduelle plus longtemps,
sans dépasser les capacités de transfert d'oxygène du réacteur.
l?ans l'optique d'une optimisation du milieu de culture, l'exploitation du modèle
stœchiométrique «non structuré », établi dans ce travail, peut apporter des informations
préalables à la modification du milieu, à condition d'élargir son domaine de validité.
Vers une connaissance approfondie du métabolisme de X campestris
L'étude biochimique met en évidence une orientation du flux de carbone vers les voies
gluconéogéniques en début de culture, puis vers la partie exergonique de la voie de la
glycolyse en fin de culture. Afin d'acquérir une vision plus globale, les mécanismes de
régulation qui contrôlent la distribution du flux à ce niveau doivent être identifiés. La
glycéraldéhyde-3-phosphate déshydrogénase (GAPdH) est classiquement soumise à la
modulation de son activité par le ratio NADH,W/NAD+ chez divers micro-organismes
(Girbal et Soucaille, 1994; Garrigues et coll., 1997; Dominguez et coll., 1998; Gourdon et
Lindley, 1999). Ce ratio varie au cours de la culture de X campestris et pourrait donc jouer un
rôle majeur sur la distribution des flux en modulant l'activité de la GAPdH de X campestris.
Cependant, la littérature est exempte de données biochimiques qui concernent l'activité de
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l'enzyme de X campestris ou de micro-organismes phylogénétiquement proches et la
caractérisation de l'enzyme apparaît donc nécessaire. Pour compléter l'étude du nœud
métabolique au niveau du GAP, il serait intéressant de déterminer aussi les paramètres
cinétiques (constante d'affinité, vitesse maximale) de la fructose-I,6-diphosphate aldolase
vis-à-vis des trioses-phosphates. Ainsi, l'acquisition de ces informations permettra d'affiner le
modèle métabolique concernant la distribution du GAP entre les voies gluconéogéniques et
les voies génératrices d'énergie et donc de caractériser les mécanismes physiologiques qui
gouvernent ce« shift ».
D'un point de vue plus général, il serait intéressant d'évaluer l'élasticité du nœud GAP
en caractérisant le métabolisme de X campestris sur d'autres substrats carbonés. Parmi ceux-
ci, le glucose présente un grand intérêt. En effet, il est le principal constituant des sources de
carbone utilisées en industrie, pourtant son assimilation constitue une contrainte à l'obtention
d'une productivité élevée. L'existence du flux gluconéogénique peut se révéler primordiale à
la biosynthèse du xanthane sur ce substrat. En effet, d'après les résultats de la modélisation
métabolique, l'entrée du glucose par la voie oxydative est envisageable (jusqu'à 75% du flux
de glucose). En l'absence de flux gluconéogénique, cette voie d'entrée peut donc provoquer
une diminution du rendement en xanthane. Aussi, une analyse micro-cinétique complète,
similaire à celle réalisée dans le cas du saccharose, doit permettre de mettre en évidence
l'existence de ce flux gluconéogénique et de le quantifier. Par ailleurs, cette répartition des
flux entre la voie gluconéogénique et la partie exergonique de la voie EMP, peut être obtenue
par une étude isotopique par RMN du l3C, comme cela a été réalisé pour d'autres micro-
organismes (Portais et coll., 1999). Cette démarche n'est pas envisageable sur saccharose en
raison du manque de disponibilité des substrats marqués au l3C qui seraient nécessaires à
cette étude. Par contre, le suivi de l'incorporation du marquage au niveau des carbones des
hexoses constituant le xanthane (glucose, mannose et acide glucuronique), provenant de
glucose marqué, permettrait de définir la répartition des flux. Le marquage doit
obligatoirement être incorporé sur les atomes du GAP. Le glucose (6_l3C) constituerait un bon
substrat. En utilisant cet isotope et dans le cas d'un flux dans la partie exergonique de la
glycolyse, le xanthane n'est marqué qu'au niveau du carbone 6. Par contre, dans le cas
contraire où le flux de GAP est orienté vers le cycle des hexoses, le xanthane est marqué au
niveau des carbones 1 et 6 des hexoses en raison de l'isomérisation des trioses-phosphates au
niveau de la triose-phosphate isomérase. Le flux dans la gluconéogénèse est alors donné par
la proportion du marquage entre les carbones 1 et 6 des hexoses.
Conclusion - Z07-
Pour finir, la production d'exopolysaccharides peut être admise, sur le plan
physiologique, comme une alternative «offerte» au micro-organisme producteur, pour
dissiper l'énergie et le carbone lorsque le substrat est assimilé en large excès par rapport à ce
qui est nécessaire pour sa croissance (Linton, 1990). Parallèlement, les micro-organismes qui
présentent les meilleures capacités à produire les exopolysaccharides sont ceux qui peuvent
assurer des flux gluconéogéniques importants et qui possèdent généralement la voie d'Entner-
Doudoroff. C'est le cas, par exemple, de Pseudomonas aeruginosa qui produit l'alginate en
grande quantité (Jarman et Pace, 1984). Ce micro-organisme se caractérise par une forte
capacité à assimiler les acides organiques et à « recycler» le GAP vers le cycle des hexoses
(Lessie et Phibbs, 1984).
Les résultats de ce travail, spécifiques à X campestris, pourraient donc être extrapolés
à d'autres micro-organismes exploités dans les industries biotechnologiques. Mais d'une
manière plus générale, ce travail peut être élargi à d'autres modèles bactériens producteurs
d'exopolysaccharides, qui présentent les mêmes mécanismes de biosynthèse, et en particulier,
aux micro-organismes à caractère pathogène vis à vis des plantes ou de l'Homme.
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